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induced  by  glucose,  and  this  induction  is  mediated  by  a  carbohydrate  response 
element  (ChoRE)  on  Txnip  promoter  and  its  associated  transcription  factors, 
MondoA and Max‐like protein X  (MLX).    In  this  study,  I have discovered  that  the 
transcription  of  the  Txnip  gene  is  induced  by  an  array  of  adenosine‐containing 
molecules,  of which  an  intact  adenosine moiety  is  necessary  and  sufficient.    The 
induction  of  Txnip  expression  by  adenosine‐containing  molecules  is  glucose 
dependent, and MondoA and MLX have been shown to convey stimulatory signals 
from extracellular molecules  to  the Txnip promoter.   Therefore,  the  regulatory  role 
of adenosine‐containing molecules  is exerted via amplifying glucose signaling, and 
this suggests that these molecules may modulate the kinetics of glucose homeostasis. 
I  have  also  studied  the  underlying  regulatory mechanisms  of  glucose  and 
adenosine‐containing molecules on Txnip expression.    An additional ChoRE on the 
promoter  of  Txnip  gene  has  been  identified,  and  this  ChoRE  is  able  to  recruit 
MondoA and MLX  in a  similar  fashion as  the previously  identified ChoRE  in vitro 
and  in  vivo.    Both  ChoREs  function  cooperatively  to  mediate  optimal  Txnip 





also  found  that  the  function  of  ChoREs  and  associated  factors  is  contingent  on 
tandem CCAAT boxes,  in that the occupancy of the Txnip promoter by the CCAAT 
box‐associated NF‐Y is a prerequisite for efficacious recruitment of MondoA/MLX to 
ChoREs  under  glucose  stimulation.    Such  a  strategy  suggests  a  synergy  between 
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Genetic  information  is stored  in  the  form of DNA.   To exert  their  functions, 





Transcription  is  a biochemical  reaction  catalyzed by RNA polymerases.    In 
eukaryotes,  three  types of RNA polymerases have been  identified and  respectively 






Novel RNA  polymerases  have  also  been  discovered  recently  that  are  involved  in 
synthesis  of  some  specific RNAs  (e.g.,  synthesis  of  certain  small  interfering RNAs 
[siRNA] in plants [Herr et al., 2005]). 
  Pol II is a protein complex containing 12 subunits encoded by different genes; 
among  these  subunits,  some  are Pol  II‐specific while others  are  shared with  other 
RNA polymerases (Sklar et al., 1975).  The synthesis of protein‐coding mRNAs by Pol 
II  is  a  complicated process  facilitated  by many  other  factors,  and  is  controlled  by 









DNA  sequence  required  for  accurate  transcription  initiation.   Core  promoters  are 
typically positioned around the transcription start site (~35 nucleotides upstream or 
downstream) and contain signature elements  including,  to name a  few, TATA box, 
initiator (Inr) and downstream core promoter element (DPE) (Butler and Kadonaga, 
2002).   There appears  to be no universal core promoter elements;  for  instance,  few 
house keeping genes, such as the one encoding histone 1, contain a TATA box in the 
promoters  (Cooper  et al.,  2006;  Isogai  et al.,  2007).    I  am working on  a TATA box‐
containing gene, therefore below I will focus on the introduction of TATA‐regulated 
promoters/genes. 





polypeptides) are collectively called general  transcription  (initiation)  factors  (GTFs, 






GTFs are widely expressed and required  for  transcription of majority,  if not 





promoter  region  of  most  genes,  and  these  short  DNA  elements  (cis‐regulatory 
elements) are able to mediate transcription regulation by recruiting sequence‐specific 
transcription  factors.   The proximal  sequences upstream  (~250) of  the  transcription 
start site usually contain primary regulatory elements, and  these regions are called 
proximal  promoters.    Less  frequently,  some  elements  are  located  proximally  or 
distally  downstream,  or  at  distal  regions  upstream,  of  the  transcription  start  site.  
These elements are known as distal promoter or enhancer elements.   Among  these 
cis‐regulatory  elements,  some  can  recruit  positive  regulatory  factors  (transcription 
activators);  on  the  other  hand,  some  can  recruit  negative  regulatory  factors 
(transcription  repressors).    For  convenience,  these  two  types  of  cis‐regulatory 
elements are dubbed, respectively, enhancer and repressor (Figure 1). 
Sequence‐specific  transcription  factors  occupy  enhancers  or  repressors  via 
multiple  interactions,  such  as  hydrogen  bonds,  ionic  bonds  and  hydrophobic 
interactions.   These transcription factors usually contain structures (with multiple α 
helices,  loops  or  β  sheets)  which  can  bind  to  the  major  groove  of  DNA.    Such 
structures  include Helix‐Turn‐Helix motifs,  Zinc  Fingers,  Leucine  Zippers, Helix‐
Loop‐Helix  motifs  and  possibly  others  (Alberts  et  al.,  2002).    For  instances,  the 




al.,  1994).   Activator protein  1  (AP‐1)  is  a dimer  formed by  c‐jun  and  c‐fos,  and  it 
contains  a  leucine  zipper motif which  is  critical  for  the  recruitment  of AP‐1  to  its 
binding  site  (TGAGTCA; Glover and Harrison, 1995); Upstream  stimulatory  factor 
(USF; Gregor et al., 1990) and c‐Myc (Blackwood and Eisenman, 1991) contain Helix‐
Loop‐Helix  motifs  which  guide  these  transcription  factors  to  bind  with  E‐box 
sequence (CANNTG).   Although  less common, the Minor groove of DNA may also 




elements, have been documented  to contact components of  the PIC  thus, according 
to the conventional wisdom, able to regulate gene transcription by direct modulation 
of GTF function (Roy et al., 1991); however, reconstituted transcription reactions that 




















Figure  1.    A  simplified  version  of  eukaryotic  transcription  machinery  and 
transcription regulatory mechanisms.  X: cofactors. 
 
   Native  eukaryotic DNA  is organized  into  chromatin  that  contains histones 
and other nucleoproteins assembled  in a higher order structure called nucleosome, 
which imposes an intrinsic barrier for gene transcription.  Prior to PIC assembly and 
transcription  initiation,  this barrier must be overcome.   A  class of ATP‐dependent 




such  as  acetylation/deacetylation  (by histone  acetyltransferases  [HAT]  and histone 
deacetylases  [HDAC]),  methylation/demethylation  (by  histone  methyltransferases 




Another  important cofactor  is  the Mediator  (reviewed  in Malik and Roeder, 
2005; Kornberg, 2005; Roeder, 2005).   Mediator  is a protein complex  comprising of 
~25  subunits;  more  than  half  of  these  subunits  are  transcription  activators  or 
repressors  as previously  shown using  genetic  approaches.   These  subunits  can  be 
divided  into  4  sub‐complexes:  a head  complex  and a middle  complex  can  interact 
directly with Pol  II, a  tail complex can  interact with sequence‐specific  transcription 
factors or some adaptor proteins, and a fourth complex called cyclin‐dependent CTD 
kinase activity (CDK).  The Mediator can thus receive signals from sequence‐specific 
transcription  factors  and  probably  other  signaling molecules,  and  transmits  these 













From unicellular yeast  to multi‐cellular human beings,  cells  can  respond  to 
environmental factors, such as nutritional conditions, light, temperature and oxygen 
levels  to  adjust  gene  activities.    In  addition,  cells  in multi‐cellular  organisms  are 




  In  order  to  regulate  gene  expression,  extracellular  signals  can  activate  a 
number  of  signaling  pathways  to modulate  the  activity  and  location  of  sequence‐
specific transcription factors or cofactors by diverse modifications (phosphorylation, 
sumoylation  [Hay, 2005; Gill, 2005], ubiquitination  [Conaway et al., 2002], etc.), and 
the  interplay  of  signal  transduction  and  transcription  machineries  provides  a 
complex  gene  regulatory  network  that  precisely  dictates  gene  transcription  under 





environments,  such as  temperature and oxygen  levels.    In  the heat shock  response 
(Wu, 1995; Prahlad and Morimoto, 2009), high temperature and some other stresses 






gene promoters  to activate  their  transcription  (Figure 2, A).   Another example  is a 















  Some  small molecules  (e.g.,  retinoids and vitamin D) or  sex hormones  (e.g., 
androgen and estrogen) can enter cells as they are permeable to plasma membrane; 
once  inside  cells,  these  molecules  can  bind  to  nuclear  receptors  to  trigger  gene 
transcription  (Perissi and Rosenfeld, 2005).   Nuclear  receptors are a  large  family of 
proteins  containing  ligand‐binding  domain  and  DNA‐binding  domain,  many  of 
them can regulate gene transcription in a ligand‐dependent manner.  In the absence 
of  ligands, most nuclear  receptors  reside  in nucleus  and  some  (e.g., glucocorticoid 
receptor, GR) reside in cytosol.  When bound with ligands, monomer, homodimer or 
heterodimer of nuclear receptors can be recruited onto promoters of target genes via 




  Many  transcription  factors  (e.g., AP‐1  and  cAMP  response  element‐binding 
protein [CREB]) are latent even when residing in nucleus; these transcription factors 
can  respond  to  certain  extracellular  signals  transmitted  into  nucleus  via  signaling 
pathways  initiated by  ligands‐receptor  interaction at  the plasma membrane.   Once 
occupied by  ligands, cell surface receptors  like G‐protein coupled receptors (GPCR) 
and  receptor  tyrosine  kinases  (RTK)  can  increase  cellular  concentration  of  second 
messengers or initiate a cascade of kinase reactions.   Protein kinase A (PKA) can be 
activated  by  cyclic  adenosine  monophosphate  (cAMP,  a  second  messenger)  and 
translocate  into nucleus to phosphorylate and activate CREB (Mayr and Montminy, 







  In  contrast  to  latent  nuclear  transcription  factors,  some  other  transcription 
factors  (e.g., Signal Transducers and Activator of Transcription  [STAT] and nuclear 
factor  kappa‐light‐chain‐enhancer  of  activated  B  cells  [NF‐κB;  Baeuerle  and 
Baltimore,  1996;  Perkins,  2000])  are  normally  sequestrated  in  cytoplasm;  in  the 
presence of extracellular stimuli, cell surface receptors initiate signaling pathways to 
modify these transcription factors, which then enter nucleus to activate transcription 
of  target  genes.    For  example,  extracellular  cytokines  bind  to  their  receptors  and 
activate intracellular Janus kinase (JAK), JAK in turn phosphorylates a STAT tyrosine 
residue, which  then promotes  the STAT dimerization;  the phophorylated dimer  is 
transported into nucleus and actively induce cytokine response genes (Darnell, 1997; 
Stark et al., 1998; see Figure 2, D). 
  The  integration  of  signaling  pathway  and  gene  transcription  is  briefly 
classified  into  four models  (Figure 2); however, other modes of gene  regulation do 



















The Txnip  gene  can  be  found  in  all  vertebrates  (from  fish  to  human) with 
available  genome  sequence  information;  a  phylogenetic  tree  has  been  constructed 
based on the similarity of different Txnip orthologs, and clearly, this tree fit well with 
the evolutionary  tree  (fish Æ amphibian Æ  lower placental mammals Æ primates, 
Figure  3).   Currently,  human  and mice Txnip  genes  have  been  cloned  (Chen  and 
DeLuca,  1994;  Ludwig  et  al.,  2001),  these  two  genes  are  identical  in  both  gene 
structure and nucleotide sequences of promoter and coding regions.   
The  human  Txnip  gene  is  located  on  chromosome  one  (locus:  1q21.1),  the 
gene contains 4167 base pair (bp) of nucleotides  in which eight exons are  identified 
(Figure 4).    In  the human genome,  five genes show homologies  to  the Txnip gene; 
they  are  arrestin  domain  containing  1‐5  (ARRDC1‐5,  of  which  ARRDC3  is  also 
known  as  TLIMP  [Oka  et  al.,  2006a];  and  ARRDC4  is  also  known  as  DRH1 
[Yamamoto  et  al.,  2001]).   Among ARRDC  genes,  four  (ARRDC1‐4)  contain  eight 
exons, and three (ARRDC2‐4) have shown high homologies to Txnip when compared 
exon  by  exon  (Figure  4);  this  suggests  that  Txnip  and  (at  least)  ARRDC2‐4  are 
generated  by  duplications  of  a  common  ancestor  gene  (Oka  et  al.,  2006a).    Txnip 




homologies  to  the  ARRDC  genes.    A  candidate  Drosophila  Txnip  gene  identified 
(Mandalaywala et al., 2008) is more homologous to ARRDC genes, and hence should 













primary  structure  of  these  proteins  are  similar  to  arrestin  β2,  although  the  gene 
structure  of  arrestin  β2  is  very  different  (Figures  4  and  5).   Currently,  studies  on 
ARRDC1‐5 are very  limited,  the  functions of arrestin domains  in  these proteins are 
not  clear.    Unlike  Txnip,  ARRDC3  is  largely  localized  at  inner  layer  of  plasma 
membrane, endosomes and lysosomes; it does not interact with thioredoxin; and its 


















appears  that  Txnip  is  critical  in  regulating  the  cellular  redox  state  and  cell 
proliferation, differentiation and death.  Moreover, Txnip is important in modulating 
glucose  and  lipid  metabolism,  and  is  probably  associated  with  some  metabolic 
diseases, such as diabetes mellitus  (Price  et al., 2006; van Greevenbroek  et al., 2007; 
Parikh et al., 2007) and familial combined hyperlipidemia (FCHL, Bodnar et al., 2002).  
1.4.1 Txnip and Redox State 
  Thioredoxin  is  an  important  cellular  reducing  agent,  and  it  reduces  target 
proteins  via  cysteine  thiol‐disulfide  exchange  (Powis  and Montfort,  2001).    Txnip 
14 
Chapter 1 
(also  known  as  thioredoxin‐binding  protein  2  [TBP‐2]),  as  the  name  suggests,  can 
interact  with  thioredoxin,  leading  to  an  inhibition  of  the  thioredoxin  activity; 
therefore, Txnip is considered to be a negative regulator of thioredoxin (Nishiyama et 






1996)  and GR  (Makino  et al.,  1999),  suggesting  a  link  between  cellular  redox  state 
(thioredoxin  activity)  and  gene  expression.    Due  to  an  inhibitory  role  on  the 
thioredoxin  activity,  Txnip  may  also  play  a  role  regulating  redox‐sensitive  gene 
expression‐‐a  notion  that  is  supported  by  observations  of  nuclear  localization  of 
Txnip in certain cell types (Nishinaka et al., 2004a).   
1.4.2 Txnip and Cell Proliferation and Cell Death 
  Ectopic  expression  of  Txnip  in  HeLa  cells,  aortic  smooth  muscle  cells  or 
HTLV‐I‐positive  T  cells  suppressed  cell  growth  and  significantly  reduced  S‐phase 
cells  (Joguchi et al., 2002; Schulze et al., 2002; Nishinaka et al., 2004b).   On  the other 
hand, Txnip deficient  lung  fibroblasts developed  from Txnip knock‐out mice grow 
faster  than wild  type  cells,  and  the  percentage  of  S‐phase  cells  in  Txnip‐/‐  cells  is 
increased about 2‐fold (Jeon et al., 2005).   The cell growth and cell cycle progression 
are repressed in some tumor cells treated with transforming growth factor beta (TGF‐
β)  and  1,25(OH)2D3;  and  these  agents  are  known  to  be  able  to  up‐regulate  Txnip 




   The  anti‐proliferative  function  of Txnip might  be mediated  by  several  cell 
cycle mediators.  Txnip can inhibit the expression of cyclin A by recruiting repressor 





and  prevent  p27kip1  from  the  jab‐1 mediated  degradation,  thus  low  expression  of 





However,  in 293, MCF‐7, NIH3T3 and SNU gastric  tumor  cells, over‐expression of 
Txnip  is  not  sufficient  to  induce  apoptosis  (Junn  et  al.,  2000;  Han  et  al.,  2003; 
Nishinaka et al., 2004b).  At this stage, it is at least safe to claim that Txnip possesses a 
pro‐apoptotic  activity,  as  the  up‐regulated  expression  of  Txnip  is  coupled  with 
induction of apoptosis by diverse physiological or pharmacological agents  such as 
glucocorticoids  (e.g.,  dexamethasone),  peroxisome  proliferator‐activated  receptor 
(PPAR) agonists, oxidative stress, suberoylanilide hydroxamic acid (SAHA) and high 
concentration of glucose  (see below,  section 1.5);  in  some  cases,  it has been  shown 




  The  mechanism  for  the  pro‐apoptotic  function  of  Txnip  is  not  fully 
understood.    Recently,  a  role  of  apoptosis  signal‐regulating  kinase  1  (ASK‐1)  in 
mediating Txnip  induced apoptosis has been proposed.   ASK‐1  is a MAPK kinase 
kinase  that  induces apoptosis by activating  JNK and p38 MAPK  (Ichijo et al., 1997). 
Thioredoxin  can  bind with  ASK‐1, which  inhibits  the  ASK‐1  kinase  activity  and 
promotes ubiquitination and degradation of ASK‐1 (Saitoh et al., 1998; Liu and Min, 




species,  ROS) which will  trigger  apoptosis  in MAPK‐dependent  or  ‐independent 
pathways (Schulze et al., 2004; Li et al., 2009).   
  The anti‐proliferative and pro‐apoptotic roles suggest that Txnip might play a 
role  in  cancer  development.    The  expression  of  Txnip  is  dramatically  reduced  in 
breast, lung, gastric, and colon tumors (Butler et al., 2002; Ikarashi et al., 2002; Jeon et 
al., 2005) and in many cancer cell lines (Song et al., 2003; Nishinaka et al., 2004b; Dutta 
et al., 2005).   The CpG  island on Txnip promoter  is highly methylated  in  renal cell 
carcinoma  and  adult  T‐cell  Leukemia,  which  might  be  a  potential  mechanism 
underlying reduced Txnip expression in tumors (Dutta et al., 2005; Ahsan et al., 2006).  
Suggesting a role in metastasis, Txnip has been shown to inhibit cell migration (Ng et 
al.,  2007),  up‐regulate KiSS‐1 metastasis‐suppressor  (Goldberg  et  al.,  2003),  and  its 
expression  is  repressed  in malignant  tumor  (Ohta  et  al.,  2005).   Moreover,  Txnip‐
deficiency  can  lead  to  the  predisposition  and  onset  of  hepatocellular  carcinoma 







immune  system  (Junn  et al.,  2000).    In Txnip‐/‐ mice,  there  is  a  severe  reduction of 
natural killer (NK) cell population and cytotoxicity (Lee et al., 2005).   Dendritic cells 
derived  from  Txnip‐/‐  mice  are  defective  in  inducing  T  cell  responses  under 
stimulation  of  lipopolysaccharide  (Son  et  al.,  2008).   Other  than  immune  systems, 
Txnip  has  been  shown  to  be  an  important  regulator  of  human  osteoclast 
differentiation (Aitken et al., 2004); in another study, Txnip was shown to mediate the 
osteogenic  differentiation  of mesenchymal  stem  cells  (Li  et  al.,  2007b).   Moreover, 





A wealth  of  accumulated  information  suggests  an  intimate  involvement  of 
Txnip  in  regulating  glucose metabolism.    The  expression  of  Txnip  is  induced  by 
glucose  (Hirota  et al., 2002; Shalev  et al., 2002; Kobayashi  et al., 2003; Schulze  et al., 
2004;  Turturro  et  al.,  2007),  and  this  induction  is  mediated  by  a  carbohydrate 
response element (ChoRE, defined by a tandem E‐box separated 5 nucleotides) and 
its associated transcription factor complex comprising MondoA and Max‐like protein 








(Chutkow  et  al.,  2008),  and  the  myocardial  glucose  uptake  is  robustly  increased 
(Yoshioka et al., 2007).   These observations  indicate a negative  feed‐back regulatory 




al.,  2005a;  Masson  et  al.,  2009;  Oka  et  al.,  2009);  however,  Txnip  expression  is 
repressed by  insulin  (Parikh  et al., 2007; Shaked  et al., 2009),  thus  the expression of 
Txnip and secretion of insulin might be two processes reciprocally restricted.  Taken 
together, Txnip  is an  important protein  in  the network of glucose metabolism, and 
probably a link for glucose metabolism and cellular redox state (Muoio, 2007). 
Txnip is also important in lipid metabolism.  A mutant mouse strain, HcB‐19, 
exhibits  characteristics  of  FCHL,  such  as  hypertriglyceridemia  and 
hypercholesterolemia;  a  nonsense mutation  in  Txnip  gene  has  been  identified  in 
HcB‐19 mice,  this mutation produces a  truncated Txnip which may account  for  the 
FCHL‐like  phenotype  of HcB‐19 mice  (Bodnar  et  al.,  2002).   A more  recent  study 
shows  that  Txnip  is  associated  with  hypertriglyceridemia  and  blood  pressure  in 





al., 2004).   A clearer role of Txnip  in  lipid metabolism has been revealed  in a study 
using Txnip‐/‐ mice (Oka et al., 2006b); in this model, mice exhibited hyperlipidemia, 
hypoglycemia  and  high  levels  of  plasma  ketone  bodies,  lactate  and  pyruvate, 
indicating that Krebs cycle‐mediated fatty acid utilization in Txnip‐/‐ mice is severely 
compromised.    In another study using Txnip knock‐out mice,  the Txnip deficiency 
enhances  lipogenesis, which  contributes  to a  fatty  liver phenotype  (Donnelly  et al., 
2004).  
Other  than  regulating  glucose  and  lipid  metabolism,  Txnip  may  also  be 
involved in some other metabolic related processes.  For instance, the fasting‐feeding 
metabolic transition is disrupted in Txnip deficient mice (Sheth et al., 2005).  Recently, 
it has been  shown  that  the  signaling pathway of phosphatase and  tensin homolog 





  The expression of Txnip gene  is sensitive  to a diverse environmental  factors 
and  physiological  cues.    The modulation  of  Txnip  expression  by  these  signals  is 
important for mediating their physiological functions. 
  Txnip  is considered  to be an early  response gene  to some stress conditions.  
The  expression  level  of  Txnip  is  induced  by  heat  shock,  high  cell  density,  serum 
deprivation (Kim et al., 2004), hypoxia (Xiang et al., 2005; Le Jan et al., 2006; Karar et 
































resistant  to hexokinase, hence  is not  to be phosphorylated  and will  accumulate  in 
cells.   This  suggests  that  the  glucose‐induced Txnip  expression may not  be  solely 
dependent on cellular G6P levels.  
  Several  steroid  hormones  have  been  shown  to modulate Txnip  expression.  
Txnip  gene was  initially  identified  as  a  vitamin D  up‐regulated  gene  (Chen  and 
Deluca, 1994); glucocorticoid was later found to induce Txnip expression (Kolbus et 
al., 2003; Wang et al., 2006; Tissing et al., 2007).   On  the other hand, estradial  (E2, a 
major  estrogen  in  human)  can  repress  the  Txnip  expression  (Deroo  et  al.,  2004; 
Simmons  and  Kennedy,  2004).    On  Txnip  promoters,  candidate  glucocorticoid 
response  element  (GRE)  and  vitamin  D  response  element  (VDRE)  have  been 
identified, which  should  be  able  to  recruit  cognate  factors  (nuclear  receptors)  to 
stimulate Txnip  expression  in  glucocorticoid‐  or  vitamin D‐treated  cells  (Figure  6; 
Wang et al., 2006; Butler et al., 2002).  Other than these hormones, Txnip expression is 
also up‐regulated by PPARα or PPARγ agonists (Oka et al., 2006a; Rajhshandehroo et 
al.,  2007;  Billiet  et  al.,  2008a;  Billiet  et  al.,  2008b).    PPAR  agonists may  exert  their 
function by activating PPAR bound to a peroxisome proliferator hormone response 
element  (PPRE)  on  the  Txnip  promoter,  activating  Txnip  transcription  (Figure  6; 












  Importantly, some drugs  in clinical  trails also  impact Txnip expression.   For 
instance, exenatide, an anti‐diabetic drug, can reduce Txnip expression  (Chen et al., 
2006);  and  5‐fluorouracil,  an  anti‐cancer  drug  can  increase  Txnip  expression 





conditions,  and  has  critical  roles  in multiple  physiological  processes.   One  of  the 
most attractive phenomena to me is that the Txnip expression is induced by glucose 
and  that  the  induction  is  tightly  correlated  with  extracellular  glucose  levels.  
Therefore,  the  Txnip  expression  is  considered  to  be  an  intracellular  sensor  for 
extracellular  glucose  levels.    In  the  human  genome,  expression  of many  glucose‐
responsive  genes  required  both  glucose  and  insulin  signals  (Dentin  et  al.,  2004); 







of  Txnip  at  the  organism  level,  the  study  on  how  the  gene  encoding  Txnip  is 
expressed and  induced by glucose has been  rudimentary.    In  this  study,  I wish  to 
contribute  towards understanding  the underlying mechanisms by which  the Txnip 
expression  is regulated, under conditions with or without of glucose.   The outcome 
of  this  study  may  help  us  to  understand  how  the  gene  regulatory  network  in 
mammalian cells responds to the most basic nutritional signal, glucose.  
Given  that Txnip expression  is related  to a diverse number of physiological 
functions  and pathology of  some diseases,  the  identification of molecules  that  can 
modulate Txnip expression has important clinical relevance.  Therefore, in this study, 
I also aim to identify new molecules that can impact Txnip expression, and study the 
underlying  mechanisms  of  the  newly  identified  molecules  on  transcriptional 
switches;  in  this  project,  attention will  be  given  to metabolic‐related molecules.    I 
hope that identification of such molecules may not only provide a tool for regulating 



















High  fidelity DNA polymerase, Phusion  (Finnzymes), was used  to  amplify 
DNA  fragments  to  construct  all plasmids.   From  a  long Txnip promoter  fragment 
obtained by PCR of genomic DNA, various promoter  fragments were generated by 
subsequent PCR and  inserted  into  the pGL3 vector using  the Xho1 and Nhe1 sites.  
Mutations at ChoREs, CCAAT box, inverted CCAAT box or FOXO binding site were 
introduced  into  the Txnip promoter  (‐269) by a PCR‐based method.   Shorter Txnip 
promoter DNA, or Shuffle, dChoRE‐a, dChoRE‐b, ChoRE‐ab, ChoRE‐a and ChoRE‐b 
(double‐stranded DNAs annealed from single‐stranded oligonucleotides) fragments, 
were  inserted  into a  fire  fly  luciferase  reporter driven by a minimum  (65 base pair 
nucleotides containing a TATA box) core promoter, using the Mlu1 and Nhe1 sites. 
Three partial cDNAs of MondoA were amplified from total cDNA prepared 









by Dr. C. Vinson (NCI).   His‐tagged USF1 cDNA sequence was  inserted  in the pET 




synthesized  by  Proligo;  the  sequence  information  for  these  primers  is  shown  in 
Appendix IV. 
  Qiagen  kits  were  used  in  this  study  to  purify  plasmids  (QIAprepSpin 


























glucose);  medium  were  supplemented  with  antibiotics  (Invitrogen),  L‐glutamine 

















TBST)  for  1  hr  and  then  incubated  with  primary  antibodies  for  1  hr  at  room 
temperature.    After  3  washes  with  TBST,  the  membrane  was  incubated  with 
secondary  antibodies  (1:5,000  dilution;  GE  Healthcare)  for  1  hr.    Finally,  after  3 
washes  with  TBST,  enhanced  chemiluminescence  substrate  (GE  healthcare)  was 
applied evenly onto the membrane, and chemiluminescence was detected using Fuji 
Medical X‐ray film (Fuji) and Kodak developer. 
The  expression  of HA  (hemagglutinin)‐tagged  proteins was  detected with 
mouse monoclonal anti‐HA antibodies  (1:1,000; Millipore), and  the control GAPDH 
level detected by polyclonal anti‐GAPDH antibodies  (1:5,000;  raised with  in‐house 








the  SuperScript  III  reverse  transcriptase  and  random hexamers,  in  the presence of 
RNaseOUT to maximize RNA stability (all reagents were from Invitrogen).  PCR was 
carried out using Taq DNA polymerase  (New England Biolabs) with gene‐specific 










was  then  re‐suspended  in  40  μl of Genomic DNA  extraction buffer with  0.5  μl of 
proteinase K (20 mg/ml stock) and incubated at 50oC.  After 4 hrs, 150 μl of distilled 




Duplexes  of  siRNA were  synthesized  by  Proligo  (Sigma).   Oligofectamine 
(Invitrogen) was used to delivered siRNAs into cells.  Typically, 5 μl of stock siRNAs 
(20  μM)  and  5  μl  of  Oligofactamine  was  mixed  with  100  μl  of    OPTI‐MEM 
(Invitrogen) at room temperature for 10 min, and then added drop‐wise into the well 
with  cells  (30%  confluency)  incubated  in  0.9 ml OPTI‐MEM.   At  4  hrs,  0.5 ml  of 
complete DMEM containing 30% serum was added  into each well.   At 48 hrs, cells 











Lipofactamine  2000  (Invitrogen)  was  used  in  all  transfection  experiments.  
Cells were  cultured  in  6‐well plates  to  about  80%  confluency with  antibiotics‐free 
medium.   During  transfection, 4  μl of  lipofactamine 2000, 1  μg of Txnip promoter 
plasmid and 10 ng of simian virus 40‐renilla luciferase plasmid, with or without 0.5 
μg of expression plasmids, were mixed with 100 μl of OPTI‐MEM (Invitrogen) for 20 
minutes,  and  the  mixture  was  then  added  drop‐wise  into  the  well  with  cells 














treatments,  cells were  fixed with  4%  paraformaldehyde  and  subjected  to  indirect 
immunostaining.   Anti‐HA  antibody  (1:500; Millipore)  and Alexa  Fluor  488  anti‐
30 
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To  stain  incorporated  BrdU,  cells  were  incubated  with  the  mouse  anti‐BrdU 
monoclonal antibody (1:50; BD) for 30 min.  After washing, cells were incubated with 
the Alexa Fluor 488 anti‐mouse IgG (1:60; Invitrogen) for 30 min.  Finally, cells were 







which were  then  labeled with  33P  by Klenow  reaction using  exo‐ Klenow  enzyme 
































































  H2O      2.5 μl 



















the  multiple  cloning  site  (MCS)  of  pEGFP‐1 
respectively.  PCR  Amplifies  promoters  in 
pEGFP‐1  (~100  bp  product  for  empty  vector, 






Primer  a  targets  left  site  of MCS  of  pEGFP‐1, 






Primers  c  and  d  target  Txnip  promoter 
sequences,  but  primer  c  does  not  target 
sequences of Txnip promoters  in  the pEGFP‐1 



















min), and  formaldehyde quenched by glycine.   Cells were  then harvested, washed 
























Following  NAD+  or  ATP  treatment,  cellular  thioredoxin  activity  was 
measured according  to a published method  (Arner and Holmgre, 2000).   Briefly, a 
thioredoxin  assay master mix  containing  insulin  and NADPH was  prepared.    To 
measure cellular thioredoxin activity, 5 μg of cell lysate (top up to 7 μl using 200 mM 
of  HEPES  buffer,  pH  7.6)  was  mixed  with  33  μl  of  master  mix  and  10  μl  of 
thioredoxin  reductase  (250  nM).    At  the  same  time,  a  control  reaction  in  which 
thioredoxin reductase was replace by HEPES buffer was set up.   All reactions were 
carried  out  at  37oC  for  20 min  and  stopped by  adding  500  μl  of DTNB/guanidine 








or  16  hr(s),  and  the  cellular  uptake  of H3‐2DG was measured.  Briefly,  cells were 
35 
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or dot  (●)  correspond  to P  values  less  than  0.05; double  asterisk, diamond  or dot 
indicate P values less than 0.005.   Data without these indicators, or labeled with NS 













In  order  to  cope  with  nutritional  or  metabolic  changes,  eukaryotic  cells 
developed molecular  sensors,  either on plasma membrane or  inside  cells,  to  sense 
extracellular  nutrients  or  intracellular metabolic  status;  these  sensors  can  activate 
some signaling pathways to modulate gene expression.   For  instance, in yeast, Ssy1 
can sense  levels of multiple external amino acids and regulate expression of AGP1, 
encoding  an  amino  acid  permease  (Iraqui  et  al.,  1999);  Snf3  and  Rgt2  can  sense 
extracellular  glucose  concentration  and  regulate  expression  of  hexose  transporter 
(HXT) genes (Ozcan et al., 1998).  In mammals, VDR can be activated by vitamin D to 
regulate  transcription of TRPV6, a membrane calcium channel  (Taparia et al., 2006);  
AMPK  can  sense  intracellular AMP/ATP  ratio  (Scott  et  al.,  2004)  and mammalian 
target  of  rapamycin  (mTOR)    is  a ATP  sensor  (Dennis  et  al.,  2001),  and  both  can 
regulate many genes  involved  in metabolism.   Deregulation of gene  expression  in 
response to nutritional or metabolic status has been linked to metabolic diseases. 
Txnip  is a multifunctional protein  that  is  involved  in many cell cycle events 
and metabolic processes (reviewed in Kim et al., 2007).  The expression level of Txnip 
is  linked  to several diseases, such as cancer  (Butler  et al., 2002;  Ikarashi  et al., 2002; 
Jeon  et al., 2005), diabetes mellitus  (Price  et al., 2006; van Greevenbroek  et al., 2007; 

















In  a  screen  for  small molecules  that  impact  Txnip  expression,  I  identified 
NAD(H)  and ATP  as  compounds  that  could  induce  the  Txnip mRNA  expression 
levels.  HeLa cells were treated with NAD+, NADH or ATP for 4 hrs, and the Txnip 
mRNA levels were measured by RT‐PCR.  As shown in Figure 7, the mRNA levels in 





Figure  7.   NAD(H)  or ATP  induced  Txnip mRNA  expression.   HeLa  cells were 







Two  commercial  antibodies  against  Txnip,  JY1  or  JY2,  did  not  give  rise  to 
strong signals in immuno‐blots, presumably because the Txnip protein level in HeLa 
cell lysates was low.  To circumvent this, I first carried out immuno‐precipitation (IP) 
using  JY1 or control  IgGs;  the  immuno‐precipitates were analyzed by  immuno‐blot 
with  JY2.   While  the  input protein  (GAPDH control)  levels  in  immunoprecipitation 








was measured by  immunoprecipitations  (IP) using mouse  IgGs or anti‐Txnip  (JY1) 






levels  (Figure 9).   The  response of Txnip expression  to NAD(H) or ATP were also 






























































This prompted me  to  speculate  that  the adenosine group  in  these molecules  is  the 
functional group responsible for the induction of Txnip expression, and evaluate the 
effects of other  adenosine‐containing molecules on Txnip  expression  levels.   Thus, 
HeLa  cells  were  incubated  with  NADP(H),  ADP,  ADP‐ribose,  FAD,  AMP  and 
adenosine  (0.1 mM, 4 hrs), and  the Txnip mRNA  levels were  similarly  induced as 
observed in the NAD(H)‐ or ATP‐treated cells (Table 3).   Therefore, a class of small 



















Molecule    Fold ± SD    Molecule    Fold ± SD 
NAD+    4.81±0.27 **    Ethano‐NAD    1.05±0.07 
NADH    4.85±0.21 **    NGD    1.03±0.18 
NADP+    4.70±0.28 **    FMN    0.95±0.21 
NADPH    4.65±0.35 **    NMN    1.14±0.12 
α‐NAD    4.32±0.40 *    CTP    0.90±0.14 
FAD    4.38±0.32 **    TTP    0.70±0.28 
ATP    4.55±0.64 *    UTP    0.70±0.42 
ATPγS    4.20±0.42 *    Bz‐ATP    1.35±0.35 
ADP    5.00±0.71 *    Tnp‐ATP    1.77±0.37 
ADP‐ribose    4.53±0.67 *    dATP    1.85±0.49 
AMP    4.75±0.36 **    dCTP    1.00±0.14 
3’AMP    5.05±0.49 *    dTTP    0.65±0.21 
2’AMP    4.77±0.66 *    dGTP    0.76±0.22 
cAMP    4.70±0.99 *    dUTP    0.73±0.25 
AMPS    4.65±0.21**    IDP    0.90±0.14 
Adenosine    4.38±0.45 *    Adenine    1.84±0.34 








When HeLa  cells were  treated with  0.1 mM  of  Ethano‐NAD, NGD,  FMN, 







































































































NADP(H)  stimulated  Txnip  expression  at  low  concentrations,  and  its  effect 




or  ATP,  sustained  the  induction  at  higher  dosages  (Figure  12B).    Most  of  these 









































HeLa  cells were  treated with different molecules  (0.1 mM)  for various  time, Txnip 




When  examining  the  time  course  of  the  induction  of  Txnip  expression,  all 
tested adenosine‐containing molecules exhibited ~4‐fold stimulatory effects at 4 hrs, 
but their long term effects varied greatly (Figure 13).  At 8 hrs, while NAD+, NADH, 
ATP,  ADP  and  AMP  exhibited  an  approximately  8‐fold  induction,  the  effect  of 




































































































with  fresh  adenosine‐containing medium  at  4  hr  intervals  exhibited  a  significant 
induction  of  the promoter  activity  (Figure  14B). Other molecules  lacking  an  intact 



























Figure  15.   Adenosine‐containing molecules did not  induce Txnip  expression  in 
the presence of actinomycin D.  U2OS cells were treated with 0.1 mM of NAD+, ATP 
or adenosine  for 4 hrs or  left untreated.   One group of cells was pre‐treated with 2 




molecules  is at  the  transcription  level but not other  levels such as mRNA stability, 
the impact of actinomycin D, which inhibits transcription of all cellular genes, on the 






level  in  the absence of adenosine‐containing molecules; Figure 15).   Therefore, both 





The  transcription  of  Txnip  is  induced  by  glucose,  and  this  induction  is 
mediated by an earlier defined ChoRE (see Figure 6) and its associated transcription 
factors MondoA and MLX  (Minn et al., 2005b; Stoltzman et al., 2008).   To  test  if  the 
target for adenosine‐containing molecule‐evoked signaling pathway is this ChoRE, I 




the  earlier‐defined ChoRE  on Txnip promoter  is  also  important  for mediating  the 
induction of Txnip expression by adenosine‐containing molecules.       The ChoRE, as 
the  name  suggests,  is  a  critical  regulatory  element  that mediates  the  stimulatory 
effects of glucose on  several genes  involved  in metabolic  control  (Ishii  et al.,  2004; 













































of  dominant  negative MLX.   HA‐tagged  versions  of wild  type MLX  (MLX)  and 
dominant negative MLX (DN) were ectopically expressed (see immuno‐blots) in a co‐
transfection  assay with  the wild‐type  (WT)  or  ChoRE mutant  (ChoREmut)  Txnip 
promoter‐luciferase  construct.    Transfected  cells were  either  untreated  or  treated 
with 0.2 mM of NAD+ or ATP;  the effects of ectopic MLX on  the Txnip promoter‐







During  glucose‐induced  gene  transcription,  ChoRE  elements  can  recruit  
transcription  factor  complexes,  e.g.,  a  tetramer  of  two  molecules  each  of  ChoRE 
binding  protein  (ChREBP)  and  MLX  (Yamashita  et  al.,  2001;  Ishii  et  al.,  2004; 
Stoeckman et al., 2004; Ma et al., 2005; Billin and Ayer, 2006; Ma et al., 2006).  MLX is 
also able to form a complex with MondoA, a ChREBP homolog (Stoltzman et al., 2008; 
Sans  et  al.,  2006).    Thus, MondoA  or ChREBP  in  association with MLX might  be 
critical  in  mediating  the  induction  of  Txnip  expression  by  adenosine‐containing 
molecules. 
  To  test  this out,  I  first used a dominant negative MLX mutant  (DN), which 
can  block  glucose‐induced  Txnip  expression  (Ma  et  al.,  2005).    When  ectopically 
expressed  in U2OS  cells,  this mutant  diminished  the  effects  of NAD+  or ATP  on 
Txnip promoter activation (Figure 17).  Therefore, the induction of Txnip expression 
by adenosine‐containing molecules requires MLX.  




promoter responded  to NAD+  in all cases  (Figure 18).   When co‐expressed with  the 
dominant  negative  MLX,  neither  MondoA  nor  ChREBP  supported  the  basal  or 
NAD+‐induced activities of  the wild‐type Txnip promoter; moreover,  the activity of 






ChREBP.   MLX  and MondoA mRNA  levels were dramatically  repressed  in U2OS 








tagged wild  type MLX  (MLX), dominant negative MLX  (DN), MondoA or ChREBP 
were  transfected  into  cells  together  with  wild‐type  or  ChoRE  mutant  Txnip 
promoter‐luciferase construct.  Following transfection, cells were treated with NAD+ 
or left untreated; at 16 hrs, the promoter activities were measured.  The insets are 5‐
fold  augmentation of  the  images below.   The  expression  levels of  ectopic proteins 
were  detected  by HA‐antibody,  and  GAPDH  level was  used  as  internal  control.  










but  not  the  ChoRE mutant  Txnip  promoter.   NAD+ was  unable  to  induce  Txnip 
promoter activity when siRNAs against MLX or MondoA were present.  R, random 
(control) siRNA.  (B) Ectopic MondoAr, but not ChREBP, rescued the Txnip promoter 
activity  in  MondoA‐deficient  cells.    HA‐tagged  MondoA  (siRNA‐resistant  copy, 
MondoAr) or ChREBP was co‐transfected with wild  type Txnip promoter‐luciferase 
construct  and  siRNAs  against  MondoA.    Ectopic  MondoAr,  but  not  ChREBP, 
restored  the  basal Txnip  promoter  activity,  and  the  promoter  activity was  further 
boosted by NAD+ treatment.  Ran, random siRNA.   The expression levels of ectopic 
proteins were  detected  by HA‐antibody,  and GAPDH  level was  used  as  internal 





Given  that ChREBP expression  in U2OS cells  is extremely  low  (not shown), 
and  that  ectopic ChREBP  exhibited  a much  lower  efficacy  than did MondoA  in  a 
functional assay (Figure 18), it is impractical to employ RNAi to study the effects of 
further  reduced  ChREBP  expression.    I  generated  an  RNAi‐resistant  MondoA 
(MondoAr) with nucleotide changes at the siRNA target site while retaining a normal 





in  stimulating Txnip promoter  activation.    In  contrast,  even with  a higher  ectopic 
expression  than  MondoAr,  ChREBP  failed  to  rescue  the  Txnip  promoter  activity 
(Figure  19B).    The  above  results  suggest  that  the MondoA/MLX  complex  plays  a 
major  role  for  the ChoRE‐dependent  induction  of Txnip  expression  by  adenosine‐
containing molecules.  
3.2.1.9 Adenosine‐containing Molecules Facilitate MondoA Nuclear Translocation  
MondoA  and MLX  are  largely  cytoplasmic  and  likely  associated with  the 
outer mitochondrial membrane (Sans et al., 2006; Stoltzman et al., 2008); however, to 
stimulate Txnip expression under high glucose concentration, they need to enter the 
nucleus and bind  to  the ChoRE on Txnip promoter  to exert stimulatory effects.   As 
ChoRE  and MondoA/MLX were  shown  to  be  essential  for  the  induction  of Txnip 



















HA‐MondoA and Myc‐MLX were co‐transfected  in L6 cells;  following  transfection, 
cells were incubated in glucose‐free DMEM for 24 hrs.  Control cells (untreated) and 
treated cells (10 mM 2DG for 4 hrs) were fixed and the localization of HA‐MondoA 































hrs was determined by  immunocytometry.   The  concentrations  of  the  compounds 
when used were: glucose and 2DG, 10 mM; NAD+, 0.1 mM.   Asterisk: compare  the 






The  localization of HA‐MondoA  in L6 cells  treated with different chemicals 
were  then  analyzed;  for  each  treatment,  100  HA‐MondoA  expressing  cells  were 
randomly picked, and  these cells were classified  into  three groups according  to  the 
distribution  of  HA‐MondoA:  cytosolic  (cyt),  nuclear  (nuc)  or  even  distribution 
(cyt/nuc).   As shown  in Figure 21, NAD+ or glucose alone exerted a marginal effect 
on  the  nuclear  redistribution  of  HA‐MondoA;  however,  in  the  presence  of  both 







be  glucose‐dependent.    Indeed,  when  HeLa  cells  were  cultured  in  glucose‐free 
medium supplemented with pyruvate as a carbon source, Txnip expression was not 
stimulated by NAD+ or ATP; however,  if cells were freshly‐fed with glucose, Txnip 
mRNA  levels were  dramatically  elevated  and  further  induced  by NAD+  or  ATP 
(Figure  22A).   A  similar  induction  pattern was  also  observed when  glucose was 




















































































































Txnip expression  in HeLa cells without or with glucose  (5 mM), NAD+ or ATP  (0.1 
mM)  for 4 hrs.    (B)  Induction of Txnip promoter activity by NAD+ or ATP requires 
glucose; HeLa cells  transfected with Txnip promoter  (WT or ChoRE mutated) were 
incubated  in  glucose  free  medium,  and  the  effect  of  glucose  (5  mM)  and/or 
NAD+/ATP  (0.2 mM) was  tested  (16  hrs).    (C)  Txnip mRNA  expression was  not 
induced  by NAD+  or ATP  in  the presence  of  glucose  transporter  inhibitors; HeLa 







The  involvement of  the  cellular glucose uptake  system  in Txnip  expression 
was also tested.  Indeed, separately or in combination, phloretin and cytochalasin B, 
inhibitors  of  the  facilitated  glucose  transporters  (Glut),  dramatically  repressed  the 
basal  and  NAD+‐  or  ATP‐stimulated  Txnip  expression;  however,  phloridzin,  an 
inhibitor  of  the  tissue‐restricted  Na+/glucose  symporters  (SGLT),  did  not  exert 
corresponding effects (Figure 22C).  The presence of glucose and a functional glucose 
transport  system  therefore appears  to be essential and a prerequisite  for  the Txnip 
expression that is inducible by adenosine‐containing molecules. 


































transcription  factors  (Figure  21)  suggests  that  the  adenosine‐containing molecules 
enhance  Txnip  expression  by  amplifying  the  glucose  signaling  pathway.    Indeed, 
over a wide glucose titration, Txnip mRNA level was further stimulated by treating 




containing  molecules  in  inducing  the  Txnip  expression  in  a  glucose‐dependent 
manner. 
3.2.1.12 Potential Plasma Membrane Target(s) of Adenosine‐containing Molecules 
Cells  can  respond  to  many  extracellular/environmental  factors,  and  these 
factors  include many adenosine‐containing molecules.   Some adenosine‐containing 
molecules can convert  to others; hence  it  is hard  to dissect  the exact  functions and 
regulatory mechanisms of  these molecules.   For example, ATP can be converted  to 
ADP, AMP or adenosine by extracellular nucleotidase  (Zimmermann, 2001).   ATP, 
ADP and AMP are charged and usually impermeable to plasma membrane; however, 


































HeLa  cells  were  pre‐treated  with  0.1  mM  of  ARL  67156  for  10  min,  and  then 





The  induction  of  Txnip  expression  by  adenosine‐containing  molecules, 
especially in the long‐term, requires these molecules to remain extracellular, and my 
data  in  Figures  13  and  14  are  in  strong  support  of  this  view.   Hence,  adenosine 
transport/internalization  may  not  be  critical  in  inducing  the  Txnip  expression.  





Txnip  expression  in  the presence of different  adenosine‐containing molecules,  and 
Figure 24 shows an example: an ecto‐ATPase  inhibitor, ARL 67156, affected neither 
the basal Txnip  expression, nor  the  induction of Txnip  expression by NAD+, ATP, 
ADP, AMP and adenosine.   Thus the conversion of adenosine‐containing molecules 
to adenosine  is not necessary  for  the  induction of Txnip expression.   This  is  in  line 
with  the  fact  that non‐hydrolysable ATP‐γ‐S and AMP‐α‐S were as potent as other 
adenosine containing molecules in stimulating Txnip expression (Table 3).  
It  is  possible  that  the  engagement  of  adenosine‐containing molecules with 
their plasma membrane targets can trigger certain signaling pathways that ultimately 
lead  to  redistribution  of MondoA/MLX  and  enhanced  Txnip  expression.   Known 
membrane  targets  that  have  potential  affinity  for  adenosine‐containing molecules 






3.2.1.12.1  Purinergic  Receptors  Are  Not  Required  for  the  Induction  of  Txnip 
Expression 
Purinergic  receptors are a  family of plasma membrane molecules belonging 
to  GPCR  (P1  or  P2Y)  or  ligand‐gated  ion  channels  (P2X)  ;  these  receptors  have 
important  functions  in  immune or neuronal systems,  in essence acting as receptors 
for purines, or certain nucleosides/nucleotides (Burnstock, 2008). 
Most  of  purinergic  receptors  do  not  discriminate  against  the  non‐adenine 
nucleotides  such  as  UTP,  CTP,  GTP  and  IDP;  however,  these molecules  did  not 
stimulate the Txnip expression (Table 3).   Moreover, an  inhibitor of the P1 receptor 
(caffeine) and  inhibitors of  the P2  receptor  (RB‐2 or Suramin)  failed  to  impede  the 
induction  of  Txnip  expression  by  NAD+  or  ATP  (Figure  25).    Thus,  purinergic 


























Figure  25.    Inhibitors  for  purinergic  receptors  did  not  inhibit  the  induction  of 
Txnip  expression by NAD+ or ATP.   HeLa  cells were pre‐treated with 100  μM of 
suramin, Rb‐2 or caffeine for 10 min, then NAD+ or ATP (0.1 mM) were added for 4 








of adenosine‐containing molecules  in a dose‐dependent manner  (Figure 27A).   This 
inhibitor is an adenosine analog (Figure 26) and might be able to, with high potency, 
compete with  adenosine‐containing molecules  for  adenosine  transporters,  or  other 
yet unidentified plasma membrane targets, hence acting as an antagonist. 
Dipyridamole  and  Dilazep  are  two  adenosine  transporter  inhibitors 
structurally unrelated  to adenosine  (Figure 26).   Dipyridamole did not affect basal 
Txnip mRNA levels but impeded the induction by NAD+ (Figure 27B).  Dilazep also 
impeded  the  induction  of  Txnip  expression  by NAD+,  although  the  basal  level  of 
Txnip  expression was  also  repressed  (Figure  27C).   These  results  suggest  that  the 














Figure  27.    The  effect  of  NAD+  or  ATP  on  Txnip  expression  was  blocked  by 
inhibitors  of  adenosine  transporters.   HeLa  cells were  pre‐treated wit   different h
inhibitors of adenosine  transporters  (with different concentrations)  for 10 min, and 




































































































































3.2.1.13  Signaling  Pathway(s)  Evoked  by  Adenosine‐containing  Molecules  for 
Regulating Txnip Expression 
3.2.1.13.1 The Induction of Txnip Expression Requires Intracellular Ca2+ 
Extracellular  nucleotides  and  nucleosides  are  known  to  affect  intracellular 




or ATP was  abolished; however,  an  extracellular  calcium  chelator, EGTA, did not 
show any effect  (Figure 28).   Therefore,  the  intracellular Ca2+ signaling/homeostasis 






























with BAPTA‐AM  (10 μM) or EGTA  (0.5 mM)  for 10 min, and  then with 0.1 mM of 
NAD(H) or ATP for 4 hrs.  Txnip mRNA levels were measured with Real‐Time PCR.  
Asterisk:  comparison  with  untreated  sample;  Diamond:  comparison  between 
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SQ22536  or  9‐Cyclopentyladenine  mesylate  exhibited  a  normal  Txnip  expression 
pattern (Figure 29A).  When Protein Kinase A (cAMP activated kinase) was inhibited 
by H‐89, rp‐8‐Br‐cAMP or myristoylated PKI  (14‐22) amide,  the  induction of Txnip 
expression by NAD+ was not affected (Figure 29B).  Another PKA inhibitor, KT5720, 
induced Txnip  basal  expression  slightly  and  abolished  the  effect  of NAD+  (Figure 
29B);  this  could  be  due  to  a  non‐specific  effect  of  this  compound.   Moreover,  as 
shown  in Figure  29C,  a  cell‐permeable  cAMP  analog,  8‐Br‐cAMP,  failed  to  induce 
Txnip expression significantly; and Forskolin, which can  induce  intracellular cAMP 
production, dramatically reduced Txnip expression.   The  latter might be due  to  the 
strong  inhibitory  role  of Forskolin  on glucose  transport  (Sergeant  and Kim,  1985). 
Taken  together,  these  results  exclude  an  involvement  of  intracellular  cAMP  levels 
and related downstream pathways in the induction of Txnip expression. 
3.2.1.13.3 The Involvement of MAPK in the Induction of Txnip Expressi
  It  has  been  shown  that  the  induction  of  Txnip  expression  by  glu
mediated by p38/MAPK  (Schulze  et al., 2004), and glucose can  induce ERK activity 
(Bandyopadhyay  et  al.,  2000).    In  this  study,  I  have  also  tested  different  MAPK 
inhibitors  on  the  stimulatory  effect  of  adenosine‐containing  molecules  on  Txnip 
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expression.    Although  some  controversies  exist,  it  is  known  that  PD169316  and 
SB202190 are p38 MAPK  inhibitors, PD98059 and U0126 are ERK1/2  inhibitors, and 
SP600125  is a  JNK  inhibitor.   As shown  in Figure 30,  in U2OS cells, both PD169316 
and  PD98059  had  abolished  the  stimulatory  effect  of  NAD+  and  ATP  on  Txnip 
expression; U0126 had repressed Txnip expression and retarded the Txnip induction 
by NAD+ and ATP; SB202190 and SP600125 had stimulated basal Txnip expression 




on Txnip  expression; however, PD98059  and U0126  revealed marginal  effects,  this 
was different from results obtained in U2OS cells (Figure 30).  Thus, the involvement 


























































  The  5’ AMP‐activated protein  kinase, AMPK,  is  a master metabolic  switch 
regulating glucose uptake, fatty acid utilization and biogenesis of mitochondria, and 




AMPK  activator,  5‐aminoimidazole‐4‐carboxamide  ribonucleoside  (AICAR),  was 
able  to  stimulate Txnip  expression  (Figure  32B).   AICAR  is  slightly different  from 
adenosine (Figure 32A); the dose response to AICAR (Figure 32B)  is very similar to 
that  of  adenosine  (Figure  12B),  suggesting  that  either  AMPK  is  in  the  pathway 
evoked by adenosine‐containing molecules, or AICAR, as a structural analog, can be 
engaged  to membrane  targets  (see above) as are adenosine‐containing molecules  to 
ultimately stimulate Txnip expression.  The fact that 9‐β‐D arabinofuranoside (AraA), 
an AMPK  inhibitor, was  unable  to  impede  the  induction  of  Txnip  expression  by 
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3.2.1.14  Adenosine‐containing  Molecules  Repress  Thioredoxin  Activity  and 
Glucose Transport 
Txnip can inhibit thioredoxin activity (Nishiyama et al., 1999; Yamanaka et al., 
2000;  Junn  et  al.,  2000).    In  this  study,  I  had  tested whether  cellular  thioredoxin 
activity is affected in cells treated with adenosine‐containing molecules.  As shown in 
Figure  33, NAD+  can  effectively  inhibit  the  activity  of  thioredoxin  after  8  hrs  of 
treatment; short term treatment (4 hrs) was not effective. 
Txnip has a critical role in regulating energy homeostasis and can inhibit the 
glucose  uptake  system  (Parikh  et  al.,  2007;  Yoshioka  et  al.,  2007).    I  therefore 
examined  the  effect of adenosine‐containing molecules on  the glucose uptake.   As 
seen  in Figure 34, 8 or 16 hr  treatments with NAD+ significantly  repressed glucose 
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uptake.    Shorter  treatments  failed  to  inhibit  glucose  uptake  (Figure  34;  similar  to 










































A                                          B                                     
Figure 33.   Adenosine‐containing Molecules Repressed Thioredoxin Activity.   (A) 
Standard curve (using commercial thioredoxin) for thioredoxin activity measurement.  



























Figure 34.   Adenosine‐containing Molecules  Inhibited Glucose Transport.   HeLa 








induction  of  Txnip  expression  by  these  molecules  has  important  physiological 
functions in regulating cellular redox state and metabolism. 
3.2.1.15 Adenosine‐containing Molecules Affect Cell Cycle Progression 
  Txnip  plays  an  important  role  in  cell  proliferation,  apoptosis  and  the 
development  of  cancer  (reviewed  in  Kim  et  al.,  2007).    In  this  study,  the  role  of 
adenosine‐containing molecules in cell cycle events was also investigated.  As shown 
in Figure 35, HeLa cells treated with NAD(H) for a short term (4 hrs) maintained a 
normal  ratios  of G1‐,  S‐,  or G2‐phase  cells;  however, when  cells were  exposed  to 






Figure  35.   NAD(H)  treatment  repressed  cell  cycle progression.   HeLa  cells were 
treated with 0.5 mM of NAD(H) for 4 or 24 hrs and subjected to BrdU‐FCAS analyses.  
Top panel, a dot‐plot of BrdU signals against propidium iodide (PI) signals; numbers 






Txnip  (see  section  1.4.2).    I  also  checked  the  protein  levels  of  several  cell  cycle 
regulators in cells treated with NAD(H) for various time, as shown in Figure 36, the 
protein level of p21cip1 was robustly up‐regulated when cells were treated for >16 hrs; 
however,  the protein  levels of p27kip1  and p16 was not  significantly modulated by 
NAD(H) treatment (not shown). 
 







cell cycle arrest  requires  further  resolutions;  testing  the  response of Txnip‐deficient 
cells to adenosine‐containing molecules might be helpful to clarify this issue. 
3.2.2 Effects of Glucose Analogs on Txnip Expression 
3.2.2.1  Effects  of  Selected  Monosaccharides  and  Disaccharides  on  Txnip 
Expression 
  Txnip  expression  is  induced by glucose,  and  this  induction  is mediated by 








Txnip  expression  (Stoltzman  et al.,  2008;  also  see Figures  20,  21  and  38); however, 
Txnip expression can also be induced by a glucose analog 3OMG (Minn et al., 2006), 
which can enter cells but cannot be used as a substrate for hexokinases (Figure 37).  




Figure  37.  Structures  of  glucose  analogs  and  their  fate  in  cellular metabolism.  
Glcuose can be taken up by cells, phosphorylated by Hexokinase to G6P, G6P in turn 














































































































































































































































on Txnip expression was  further boosted by NAD+  treatment  (Figure 38A).   3OMG 
induced  the Txnip expression at higher concentrations  (Figure 38B).   This might be 
explained  by  a  low  affinity  of  3OMG with  glucose  transporters;  nevertheless,  the 
effect of 3OMG on Txnip expression was also amplified by NAD+ (Figure 38B).  2DG 
dramatically  induced  the  Txnip  expression  even  at  low  concentrations,  and  this 
induction was marginally affected by NAD+; only when very low concentration (e.g., 
0.04   mM) of  2DG was used  could NAD+  significantly boost  the  effect  of  2DG  on 
Txnip expression (Figure 38C).   
When  other monosaccharides were  tested,  fructose  and  galactose  exhibited 
marginal effect on Txnip expression, and NAD+ was not effective in the presence of 
these  two  monosaccharides;  on  the  other  hand,  mannose  can  induce  Txnip 
expression, which is amplified by NAD+; the effects of mannose are similar to glucose 
(Figure 38D).  When disaccharides were tested, sucrose and lactose did not show any 
effects on Txnip expression, and  in  the presence of  these  two disaccharides, NAD+ 
did not show significant effect on Txnip expression  (Figure 38E and 38F).   Maltose 
alone only marginally induced Txnip expression; however, it synergized with NAD+ 
to dramatically  induce Txnip expression  (Figure 38G).   The  fact  that NAD+  induces 
Txnip expression in the presence of maltose (di‐glucose, cell impermeable; see Figure 
37  for  the structure) suggests  that  the  induction of Txnip expression by adenosine‐
containing molecules is dependent on glucose, but not necessarily glucose transport.  
Interestingly,  I  also  found  that G6P  (which  is  charged  and  cell  impermeable)  also 
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and/or NAD+.   HeLa  cells were  incubated  in glucose‐free medium  overnight.   PD 
(PD169316, 10 μM) were added in selected groups for 10 min, and then NAD+ and/or 






3.2.2.2  Effect  of  PD169316  on  Glucose,  2DG  or  Maltose/NAD+  Induced  Txnip 
Expression 
  PD169316 can repress the induction of Txnip expression by glucose (Schulze 
et al., 2004) as well as  impede  the effect of adenosine‐containing molecules  (section 
3.2.1.13.3), although it is not clear if the effect of PD169316 is purely mediated by p38 
MAPK.  Here, I tested the effect of PD169316 on the induction of Txnip expression by 
glucose,  2DG  or maltose  plus NAD+.   As  shown  in  Figure  39,  in  the  presence  of 
PD169316, ~80% of Txnip expression induced by glucose was repressed (A); ~50% of 
Txnip expression  induced by 2DG was  repressed  (B); and ~100% of maltose/NAD+ 




(or  G6P)  dependent  (Schulze  et  al.,  2004;  Stoltzman  et  al.,  2008),  which  is  not 









shown  in Figure 40,  in  the presence of BAPTA‐AM,  the mRNA  level of Txnip was 
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not  effectively  induced  by  glucose,  3OMG  or  2DG.    This  suggests  that  the 






























  It has been  earlier  shown  that  the  expression of Txnip  is  repressed by NO 



























































































   
 











repressed Txnip mRNA  levels  (2 hrs).   DETA/NO‐repressed Txnip expression was 







































































ODQ, and  then 1 mM DETA/NO was added  for another 2 hrs.   For 8‐pCPT‐cGMP 
treatment, cells were treated with 50 μM of the chemical for 2 hrs.   
 
However,  given  the  observations  described  below,  the  classical  signaling 
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Figure  43. The  effect of NaN3 on Txnip mRNA Levels.    (A) Titration, with 2 hrs 






Txnip expression was  tested.   As shown  in Figure 43, NaN3 down‐regulated Txnip 
mRNA levels in a similar fashion as DETA/NO did, in both dose‐response and time 
course (Figure 43A and 43B, respectively).  In addition to HeLa cells, DETA/NO and 












  Both NO  and NaN3  can  inhibit  the  activity  of  complex  IV  of  the  electron 
transport  chain  in mitochondria  (Figure  44),  thus  repression  of  Txnip  expression 
could be due  to disrupted oxidative phosphorylation.   To  test  this hypothesis, cells 
were treated with other types of inhibitors (Figure 44) of oxidative phosphorylation 
to examine their effects on Txnip expression.  Among the tested inhibitors, rotenone 
(complex  I  inhibitor),  antimycin A  and myxothiazol  (complex  III  inhibitors)  could 




  I have also  tested oligomycin A, an  inhibitor against complex V  (FoF1‐ATP 
synthase).   Similar  to most  tested  inhibitors, oligomycin A  swiftly  repressed Txnip 
expression  (Figure  45).    In  addition,  carbonyl  cyanide  3‐chlorophenylhydrazone 








































































































Figure  45.  Effects  of  oxidative  phosphorylation  inhibitors  on  Txnip  or  H2B 
expression.   HeLa  cells were  treated with different  inhibitors  for 0‐4 hrs  (1  μM of 
rotenone,  myxothiazol  or  CCCP;  2  μM  of  TTFA;  1  μg/ml  of  antimycin  A  or 
oligomycin A; 1 mM of DETA/NO or NaN3).   While Txnip expression  inhibition by 
DETA/NO or NaN3 is due  to  repressed mitochondrial  function  as  shown here,  the 
repressed H2B  transcription by DETA/NO or NaN3  is  likely attributed  to a unique 
mechanism related to perturbed cellular redox (Dai et al., 2008). 
 
  It seems  that all chemicals which can  inhibit oxidation phosphorylation can 
effectively  repress  Txnip  expression.    Thus  the  expression  of  Txnip  is  positively 
correlated  to  the  status  of  cellular  oxidation  phosphorylation.    When  oxidation 




























































3.2.3.3 A  Ca2+  Chelator  Rescues  Txnip  Expression  in  the  Presence  of Oxidative 
Phosphorylation Inhibitors 
  Ca2+  chelator,  BAPTA‐AM,  abolished  the  stimulatory  effect  of  adenosine‐
containing molecules or glucose on Txnip expression (Figures 29 and 40).  The role of 
BAPTA‐AM  in  the  repression  of  Txnip  expression  by  oxidative  phosphorylation 
inhibitors was also studied.   As shown  in Figure 46, when cells were pre‐incubated 
with BAPTA‐AM, oxidative phosphorylation inhibitors were unable to repress Txnip 
expression.   This suggests  that Ca2+ signaling/homeostasis  is also  important  for  the 
repression of Txnip expression by oxidation phosphorylation  inhibitors, and for the 









The  majority  of  tested  adenosine‐containing  molecules  are  charged  and 
generally  not  cell‐permeable.    On  the  other  hand,  adenosine  is  permeable  (via 
adenosine  transporters) and, once  inside  the cells, metabolized.   For molecules  that 
remain extracellular, e.g., ATP or ADP, stimulatory effects were sustainable; however, 
the  effect  of  adenosine  was  not  (Figures  13  and  14).    Extracellular  ATPase  or 
nucleotidase  (Haag  et  al.,  2007)  might  gradually  remove  phosphate  groups  from 
adenine  nucleotides,  forming  adenosine  that  can  then  be  taken  up  by  cells.  This 
would deplete extracellular adenosine or adenine nucleotides with fewer phosphate 
groups  (e.g., AMP),  thus  the diminishing efficacies of  these molecules  in  long‐term 
assays (Figure 13; >8 hrs).  NAD(H) can be degraded, by extracellular NADase (Haag 
et al., 2007),  to ADP‐ribose, which contains an  intact adenosine moiety and  induces 









expression  (Table  3),  suggests  that  cellular  redox  state  or  metabolic  pathways 
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utilizing  adenine  nucleotides‐  or  NAD(H)‐consuming  enzymes  are  also  unlikely 
directly  involved  in  mediating  the  induction  of  Txnip  expression  by  adenosine‐
containing molecules.   Finally, AMPS  (AMPαS), an AMP analog  that  is resistant  to 
degradation at the alpha position, remains competent  in  inducing Txnip expression 
(Table  3).    Taken  together,  internalization  of  adenosine‐containing molecules,  and 
processing  of  adenosine  phosphate(s)  into  adenosine,  might  not  be  required  for 
inducing Txnip expression. 
3.3.2 Potential Membrane Targets for Adenosine‐containing Molecules 
Known  membrane  targets  that  have  potential  affinity  for  adenosine‐
containing molecules  include  the purinergic receptors  (P1, P2X or P2Y)  (Burnstock, 
2008)  and  adenosine  transporters  (Thorn  and  Jarvis,  1996),  of  which  purinergic 
receptors  are  unlikely  involved  in  the  induction  of  Txnip  expression  (see  section 
3.2.1.12.1 ). 
  On  the  other  hand,  adenosine  transporter  inhibitors  abolished  stimulatory 
effect  of  NAD+  on  Txnip  expression  (Figure  28),  suggesting  that  adenosine 
transporters  or  other membrane  targets, which  share  functional  domains  that  are 
similarly  inhibited  by NBTI,  Dipyridamole  or  Dilazep,  play  a  critical  role  in  the 
induction  of  Txnip  expression  by  adenosine‐containing  molecules.    Adenosine 
transporters contain a small pore that facilitates cellular adenosine up‐take.  Adenine 
nucleotides or other adenosine derivatives are larger, often contain charged group(s) 
and  may  not  be  taken  up  via  adenosine  transporters.    As  earlier  discussed, 
adenosine‐containing molecules are, most‐likely, required to remain extracellular to 
induce Txnip  expression,  and  the up‐take  of  adenosine via adenosine  transporters 
can  actually  diminish  the  effect  of  adenosine  in  a  long‐term.    Therefore,  the 
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transporter activity of adenosine  transporters  itself may not participate  in  inducing 
Txnip expression by adenosine‐containing molecules; but these transporters or other 
structurally  similar membrane  targets may  serve  as  anchors  for  these molecules. 
Their engagement with the membrane targets does not necessarily facilitate cellular 
transport but likely transmits extracellular signals into cells.   
As  adenosine  transporter  inhibitors  can  effectively  block  the  induction  of 
Txnip expression (Figure 28), at this stage I do not absolutely rule out the possibility 
that  the up‐taken adenosine, be  it native or derived extracellularly  from adenosine‐
containing molecules, may  exert  an  effect  in  inducing  Txnip  expression.    Further 
studies will be carried out to clarify this issue. 
Interestingly,  the  negative  charges  around  the  ribose  moiety  of  these 
molecules affected their efficacies in a dose‐dependent manner.   NAD(H) and AMP 
contain fewer formal charges around the ribose than NADP(H), ADP and ATP; and 
the  former, but not  the  latter  and uncharged  adenosine,  sustained  the  stimulatory 
effects over a wide titration (Figure 12).  Thus, adenosine‐containing molecules with 
intermediate  levels  of  negative  charges might  be  optimally  configured  to  bind  to 
plasma membrane targets and induce Txnip expression over a wide range of doses; 
the  rest  of  molecules  at  high  dosages  might  overwhelm  the  signaling  system 
involving  the  membrane  targets.    Hence,  the  homeostasis  of  various  adenosine‐
containing  molecules  might  be  critical  for  regulating  and  fine‐tuning  Txnip 
expression.  






effects  of  these molecules  on  cellular  cAMP  levels  correlated with  their  effects  on 
Txnip  expression  (Table  3).    However,  in  this  study,  the  involvement  of  cAMP 
related signaling pathways  in  the  induction of Txnip expression has been excluded 
(see section 3.2.1.13.2). 
If  adenosine‐containing  molecules  exerted  their  effects  by  converting  to 
adenosine,  AMPK  would  be  a  potential  downstream  signaling  molecule,  as 







MAPKs  are  also  potential  molecules  transmitting  signals  of  extracellular 
adenosine‐containing molecules  to MondoA  and/or MLX  transcription  factors  for 
Txnip expression, as a  role of p38 MAPK  in glucose  induced Txnip expression has 
been suggested (Schulze et al., 2004).  However, the role of MAPK in the induction of 
Txnip  expression  by  adenosine‐containing  molecules  is  controversial,  different 
inhibitors against MAPK exhibited inconsistent results (Figures 30 and 31).   Among 
these  inhibitors, SB202190 and PD169316 are structural analogs and both can  target 





probably,  glucose.    PD169316  abolished  the  effect  of  both  adenosine‐containing 
molecules  (Figures  30  and  31)  and  glucose  (partially,  Figure  39),  thus  it  could 
function  as  an  important  tool  to  regulate  Txnip  expression  under  different 
environmental  conditions,  although  it may not  function  through p38 MAPK.   The 
real relevant target(s) of PD159316 may play a critical role in the regulation of Txnip 
expression. 
In  the  presence  of  a  cell  permeable  Ca2+  chelator,  adenosine‐containing 
molecules  failed  to  induce  the  expression  of Txnip  (Figure  28),  indicating  that  the 
intracellular Ca2+ signaling (or homeostasis) is critical for this induction.  At this stage, 
how  the  cross‐plasma  membrane  signaling  evoked  by  extracellular  adenosine‐
containing molecules is transmitted to Ca2+, and then to the MondoA/MLX complex 
to  activate  the Txnip  transcription  is unclear;  the  involved  signaling  steps deserve 
further  investigation.    BAPTA‐AM  not  only  abolished  the  effect  of  adenosine‐
containing molecules on Txnip expression (Figure 28), but also impeded the effect of 
glucose (Figure 40) and oxidative phosphorylation inhibitors (Figure 46).   Thus Ca2+ 




MondoA or ChREBP  in association with MLX was  implicated  in enhancing 
the  expression  of  many  glucose  responsive  genes,  including  those  encoding  L‐
pyruvate kinase,  fatty acid  synthase, and  lactate dehydrogenase‐A  (Ma  et al., 2006; 
Sans et al., 2006; Ma et al., 2005; Dentin et al., 2004; Ishii et al., 2004; Stoeckman et al., 
2004; Yamashita et al., 2001). While MLX  is essential  for mediating  the  induction of 
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types, as opposed  to  the MondoA expression  that maintains measurable  levels  in a 
variety  of  cell  types  (not  shown).  Ectopically  expressed  MondoA  (Figure  18)  or 
ChREBP (not shown) exhibited massive nuclear localization in 2DG‐treated L6 cells. 
This  indicates  that  both  over‐expressed  factors  are  potent  in  receiving  glucose‐
mediated  signal(s).    In  our  assay  system, MondoA,  despite  a  less‐efficient  ectopic 
expression  than  ChREBP,  functioned  much  more  potently  than  ChREBP;  in 
MondoA‐deficient  cells,  the  ectopic  RNAi‐resistant  MondoAr,  but  not  ectopic 
ChREBP,  restored  the  basal  Txnip  expression  and  its  induction  by  adenosine‐
containing molecules (Figure 19).  In addition, the transcription capability of ChREBP 
is  activated  by  glucose  through  the  pentose  pathway  in  conjunction with  protein 
phosphatase  2A  (PP2A)  (Kabashima  et al.,  2003);  and  I  found  that  okadaic  acid,  a 
potent PP2A inhibitor, did not affect the induction of Txnip expression by adenosine‐
containing  molecules  (not  shown).    Finally,  MondoA  occupies  the  native  Txnip 
promoter (Stoltzman et al., 2008).   
Taken  together,  the MondoA/MLX  complex  is a major player  that  supports 
the ChoRE‐dependent Txnip  expression and  its  induction by adenosine‐containing 








activities  of  enzymes  that  produce  or  utilize  G6P;  this  in  turn  may  enhance  an 
accumulation of MondoA/MLX  in  the nuclei and  stimulate Txnip expression.    It  is 
equally  plausible  that  these molecules modulate  Txnip  expression  at  other  levels.  
For  instance,  in  a  G6P  dependent  manner,  the  signaling  evoked  by  adenosine‐
containing‐molecules  may  accelerate  the  release  of  MondoA/MLX  from 
mitochondria  or  nuclear  transport  of  this  complex.    In  this  scenario,  the  glucose 
signaling  alone might  trigger  the MondoA/MLX  release  and  nuclear  translocation 





adenosine‐containing  molecules  can  also  be  released  by  certain  tissues  under 




Schulze  et  al.,  2004).  The  induction  of  Txnip  expression  by  adenosine‐containing 











Glucose  uptake  and  utilization  are  highly  regulated  to  maintain  normal 
physiology;  eukaryotic  cells  employ  diverse  mechanisms  to  sense  glucose  and 
regulate  the  expression  of  genes  involved  in  metabolic  control.  Organisms  often 
develop metabolic diseases, e.g., diabetes mellitus and hyperlipidemia, attributed to 
abnormal glucose homeostasis  and/or metabolism.   The  revelation  that  adenosine‐
containing  molecules  stimulate  Txnip  expression,  most  likely  by  amplifying  the 
glucose  signaling,  may  set  the  stage  for  chemical  mimicries  or  antagonisms  for 
intervention of metabolic disorders resulting from abnormal glucose homeostasis.  
  In  this  study,  I  also  found  that  extracellular NAD+  could  induce  cell  cycle 
arrest  and  up‐regulate  protein  level  of  p21cip1;  this  is  consistent  with  the  anti‐
proliferative  function  of Txnip  (Joguchi  et al.,  2002;  Schulze  et al.,  2002; Han  et al., 








How  a  cell  can  sense  the  concentration  of  extracellular  glucose  (or  other 
sugars)  is  a  fundamental  problem  in  biology.    In  yeast,  cells  can  use  two  plasma 
membrane proteins, Snf3 and Rgt2 (homologous to mammalian glucose transporter), 
as glucose sensor (Ozcan et al., 1998).   Snf3 and Rgt2 can, without glucose transport 
activity,  sense  glucose  availability  and  activate  signaling  pathways  to  regulate 
expression of glucose sensitive genes. 
In mammalian systems, ortholog of yeast Snf3 or Rgt2 has not been identified.  
Therefore, mammalian  cells  do  not  have  known  plasma membrane  sensor(s)  for 
extracellular glucose.  To my knowledge, only sporadic reports have shown existence 
of plasma membrane glucose sensors in mammalian cells. Glut1 has been proposed 
as  a  sensor,  transducer  and  amplifier  for  glucose  signaling,  and  upon  binding  of 
glucose  and  some  disaccharides,  Glut1  is  able  to  initiate  a  signaling  pathway  to 
activate  ERK  (Bandyopadhyay  et  al.,  2000).    In  intestine,  SGLT3,  a  member  of 
sodium/glucose  co‐transporters,  cannot  transport  glucose  but  may  function  as  a 
tissue  specific  glucose  sensor  (Diez‐Sampedro  et  al.,  2003).    However,  in  the 
conventional concept, glucose sensing  in mammals requires glucose  to be  taken up 





It has been proposed  that glucose  can  stimulate  two  signaling pathways  to 
induce Txnip  expression  in mammalian  cells, one pathway  is metabolism  (glucose 






expression at high concentrations  (e.g., 25 mM)  (Figure 38).   Maltose  (di‐glucose)  is 




glucose  transporters, without being up‐taken, might  induce a signaling pathway  to 
activate  the  Txnip  expression.    Indeed,  an  adenine  nucleotide  binding  site  on  the 
extracellular region of Glut1 has been predicated (Liu et al., 2001), and adenosine and 





If  the  above  explanations  are  legitimate,  the  signaling pathways mediating 
glucose  induced  Txnip  expression might  be  segregated  into  two  pathways.   One 
pathway  is  metabolism  dependent,  which  requires  flow  and  phosphorylation  of 
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glucose,  thus  correlated  to  cellular  G6P  levels.    The  other  pathway  is  glucose 
transporter engagement dependent, which does not  require glucose  flow, and may 
function  as  a  glucose  sensor  at  plasma membrane.    The  transporter  engagement 
dependent pathway might be amplified by adenosine‐containing molecules. 
3.3.7 Txnip Expression Is a Sensor of Oxidative Phosphorylation Status 
  Other  than  extracellular  glucose  or  adenosine‐containing molecules,  Txnip 
expression was  also modulated by  inhibitors  of oxidative phosphorylation  (Figure 
45);  this  suggests  that  the  Txnip  expression  can  sense  the  status  of mitochondrial 





convert  glucose  to G6P  (Shinohara  et  al.,  1997)).   Cellular G6P  level  is  critical  for 
Txnip expression  (Stoltzman  et al., 2008),  thus  the  inhibition of mitochondrial ATP 
synthesis by inhibitors of oxidative phosphorylation may affect the intracellular G6P 
levels and G6P‐dependent Txnip expression. 
  Another  possible  mechanism  for  the  repression  of  Txnip  expression  by 





(Hagen  et  al.,  2003).    Therefore, when  oxidative  phosphorylation  is  inhibited,  the 
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destruction of HIF‐1α will be enhanced, and  this may contribute  to  reduced Txnip 
expression.  However, role(s) of these inhibitors targeting oxidative phosphorylation 
on HIF‐1α  is  not  clear  in  cells maintained  under  normal  oxygen  level;  therefore, 









that also mediate  the glucose‐induced Txnip expression.   Hence  the regulatory role 
of these small molecules on Txnip expression may be exerted via amplifying glucose 
signaling.   
Although  the  exact  plasma membrane  target(s)  of  extracellular  adenosine‐
containing molecules has not been identified, the results obtained so far suggest that 
adenosine transporters or membrane proteins that are functionally analogous to the 
adenosine  transporters  are  responsible  to  transmit  these  extracellular  signals  into 
cells.   The signaling pathway(s) evoked by adenosine‐containing molecules was not 
clear  at  this  stage;  I  had  shown  that  intracellular Ca2+  signaling  is  crucial  for  the 
induction of Txnip expression by adenosine‐containing molecules.   
In this study, I also investigated the mechanism underlying glucose induced 
Txnip expression, which supports a  two‐pathway model  for  the  induction of Txnip 
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expression  by  glucose.    In  this model,  one  pathway  is  glucose metabolism  (G6P) 
dependent,  and  the  other  pathway  is  glucose  transporter  engagement  dependent.  
The  transporter engagement dependent pathway  suggests a direct glucose  sensing 
mechanism at plasma membrane of mammalian cells.   
The expression  level of Txnip was also  tightly  correlated with  the  status of 
mitochondrial oxidative phosphorylation.  This suggests that the Txnip expression is 
not  only  regulated  by  glucose  availability,  but  also  by  intracellular  metabolic 
competencies, and supports a pivotal role of Txnip expression in response to cellular 
metabolic status. 
In  this  study,  I  provide  the  first  description  of  the  adenosine‐containing 
molecules‐induced  Txnip  expression,  reveal  a  glucose  transporter  engagement 
dependent  pathway  for  Txnip  expression,  and  show  that  the  Txnip  expression  is 
correlated with the oxidative phosphorylation status.  These achievements place the 
Txnip expression in an important position in the field of nutritional/metabolic status 
sensing.    A  lot  of  basic  biological  problems  related  to  these  concepts  should  be 
investigated in the future, which includes identification of the membrane target(s) of 




The  in vivo  functions  (e.g.,  glucose utilization  and  cell  cycle progression)  of Txnip 
expression inducible by adenosine‐containing molecules‐induced can be investigated 












The  expression  of  Txnip  gene  is  regulated  by  a  diverse  array  of  factors 
(section  1.5).    A  number  of  physiological  cues  can  dictate  the  efficacy  of  Txnip 
expression,  which  is  inhibited  by  insulin  (Parikh  et  al.,  2007),  stimulated  by 
glucocorticoid (Wang et al., 2006; Kolbus et al., 2003), vitamin D (Chen and DeLuca, 
1994), peroxisome proliferator‐activated receptor (PPAR) agonists (Rakhshandehroo 
et al., 2007; Billiet  et al., 2008a,b; Oka  et al., 2006a),  transforming growth  factor beta 
(TGF‐β) (Han et al., 2003), inhibitors of HDAC (Butler et al., 2002; Huang and Pardee, 
2000) and certain stress signals (Kim et al., 2004).   Most interestingly, the expression 
level of Txnip  is  tightly correlated with  the extracellular glucose  levels  (Minn et al., 
2005;  Schulze  et  al.,  2004; Hirota  et  al.,  2002;  Shalev  et  al.,  2002),  and  this  glucose‐




While majority of Txnip‐related  research  focuses on  the Txnip  function,  the 
underlying mechanisms  that govern Txnip gene  transcription are  largely unknown 
despite the identification of a lot of modulators for Txnip expression.  For the glucose 
or  adenosine‐containing molecules  induced  Txnip  expression, MondoA  and MLX 
function through ChoRE and are crucial for transmitting signals  into the nucleus to 
activate  the Txnip promoter  (chapter 3; Stoltzman  et al., 2008); however, a detailed 
description  of  this  signaling  pathway  and  the  regulatory  mechanisms  at  the 
promoter level remains elusive. 
The aim of  this study  is  to dissect  the Txnip promoter  in a detailed manner 
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and  identify  cis‐regulatory elements  required  for mediating  the  induction of Txnip 
expression by glucose or adenosine‐containing molecules.  In addition,  the dynamic 
recruitment  of  trans‐factors,  e.g.,  MondoA  and  MLX,  onto  Txnip  promoters  in 
response to glucose with or without adenosine‐containing molecules, also deserve a 
detailed  investigation.    These  studies  will  help  us  understand  the  underlying 
mechanism of the expression of genes in response to nutritional factors in mammals.   
Txnip  plays  important  roles  in  metabolism.    Txnip  knock‐out  mice  have 
exhibited  phenotypes  such  as  hyperlipidemia,  hypoglycemia  and  high  plasma 
ketone  bodies  (Oka  et  al.,  2006b).    Txnip  has  been  genetically  linked  to  abnormal 
blood pressure  in diabetes mellitus and hypertriglyceridemia  (van Greevenbroek et 
al., 2007).   A nonsense mutation in Txnip gene, encoding a truncated Txnip protein, 
was  implicated  in an FCHL‐like phenotype  in HcB‐19 mice (Bodnar et al., 2002).   In 
some other studies, however, the Txnip gene was not linked to FCHL in HcB‐19 mice 




contains  two E‐boxes) can be  identified on Txnip promoter.   Hence, USFs might be 









4.2.1  Regulatory  Mechanisms  at  the  Promoter  Level  Governing  Glucose  or 
Adenosine‐containing Molecules Induced Txnip Expression 
4.2.1.1  Txnip  Promoter  Regions  Critical  for  Expression  Induction  by  NAD+  or 
Glucose 
A ChoRE site (at ~80 bp upstream of the transcriptional start site) is essential 
to  support  the  Txnip  expression  induction  by  glucose  or  adenosine‐containing 
molecules  (chapter  3;  Minn  et  al.,  2005b);  however,  the  minimal  promoter  that 
remains inducible to these molecules was not yet defined.   To this end, I performed 
a more  detailed  promoter  analysis  using  Txnip  promoters with  different  lengths 
fused  to  a  luciferase  reporter  gene  (Figure  48).   When  ectopically  introduced  into 
U2OS cells, reporters with 269 bp or longer Txnip promoter sequences exhibited ~6‐
fold  stimulation  by NAD+;  the promoter with  73  bp promoter  sequence  or  empty 
pGL‐3  vector were  not  induced  by NAD+  (Figure  49).   This  indicates  that  the  cis‐




50B,  in  U2OS  cells,  reporters  with  less  than  169  bp  Txnip  promoter  sequences 
exhibited marginal response to NAD+ treatment.  I also tested the responses of these 
promoters  to  NAD+  in  HeLa  cells,  reporters  with  142  bp  or  longer  promoter 
sequences exhibited ~4‐fold, and a reporter with 111 bp sequences showed ~2‐fold, 










Figure 48.   A schematic representation of  truncated Txnip promoters.   The  length 




































































Figure  49.    Responses  of  Txnip  promoters  to  NAD+.    Txnip  promoters  (serials 
deletion) were transfected into U2OS cells, and cells were treated with or without 0.2 























































































































































































































































glucose  (Figure  50E  and  50F).   This  suggests  that  the  earlier defined ChoRE  alone 








































Figure  51.    The minimal  Txnip  promoter  sequence  required  for mediating  the 
stimulatory effect of NAD+.  (A) Txnip promoter fragments were fused with a TATA 




expression  by  adenosine‐containing molecules,  various  Txnip  promoter  fragments 
were fused to a TATA‐only core promoter‐luciferase reporter gene (Figure 51A), and 
their  responses  to  NAD+  were  tested  in  U2OS  cells.    As  shown  (Figure  51B),  a 
promoter fragment (184‐63 bp upstream of the transcription start site) was sufficient 
to  support  the  induction  by  NAD+,  while  a  fragment  (269‐95)  lacking  an  earlier 
defined ChoRE or fragments (145‐63 or d170) lacking sequences surrounding the ‐170 
positions did not respond to NAD+.  I conclude that both the earlier defined ChoRE 




The  responses  of  Txnip  expression  to  extracellular  glucose  or  adenosine‐
containing molecules are general phenomena, which have been observed  in diverse 
mammalian cell  lines  from different  tissue origins  (Chapter 3 and data not shown).  
However,  I  found  that  the  response  to  adenosine‐containing molecules was most 






FOXO‐binding  site  on  Txnip  promoter  were  shown  (underlined  nucleotides); 




I examined  the Txnip promoter sequences  (184‐63 bp) and  found  that, apart 
from  the earlier known ChoRE  (CACGAGggcagCACGAG; ~80 bp upstream of  the 
transcription  start  site),  the  nucleotide  sequences  around  the  ‐170  region 































































































































































the  newly  identified  ChoRE  (~170  bp)  as  ChoRE‐b  (Figure  52,  highlighted  using 
purple color).  When ChoRE‐b was deleted, the promoter was not optimally induced 
by  glucose  or NAD+  (Figures  50  and  51).    This  indicates  that  both  ChoRE‐a  and 









human.    I  aligned  the  Txnip  promoter  sequences  and  found  that  the  two ChoRE 
sequences, a CCAAT box, an  inverted CCAAT box and a  forkhead box O  (FOXO) 
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binding  site were  all well  conserved  among  these  species  (Figure  53).    I  built  a 
phylogenic tree based on the similarity of sequences covering the two ChoREs, and 
the  tree  fitted well with  the evolutionary  tree  (fishÆamphibianÆmammals; Figure 
54).   
In  fish  (fugu,  tetraodon,  zebrafish  and  medaka)  Txnip  promoters,  the 
nucleotide  sequences  at  the  ChoRE‐a  position  actually  deviate  from  a  canonical 
ChoRE; on the contrary, the fish ChoRE‐b better mimics a canonical ChoRE sequence 
than does human ChoRE‐b (Figure 55).  The sequences of both the ChoRE sites on the 











It  was  shown  previously  that  the  earlier  defined  ChoRE  (i.e.,  ChoRE‐a) 






























Figure  56.   EMSAs using  two Txnip promoter  segments  containing ChoRE‐a  or 




I performed  electrophoresis mobility  shift  assays  (EMSAs; Figure  56) using 
33P‐end‐labeled  probes  and whole  cell  extract  prepared  from  cells  over‐expressing 
ectopic HA‐MondoA and Myc‐MLX.  Similar to a probe containing the ChoRE‐a and 
CCAAT  box  (Figure  56A,  lane  2),  a  probe  containing  the  ChoRE‐b  and  inverted 
CCAAT  box  formed multiple DNA‐protein  complexes  (lane  10);  the  formation  of 
these complexes were significantly reduced by molar excess of unlabeled probes (WT; 
lanes  3  and  11).   When molar  excess of unlabeled probes of mutated ChoRE  sites 
were  used,  two  bands  were  preserved  (lanes  4  and  12);  the  higher  band  (star) 
contained MondoA  and MLX  (see  below),  and  the  lower  one might  be due  to  an 
unknown ChoRE‐ or E‐box‐binding protein(s).   The  two bands were  competed by 
shorter  cold  probes  containing ChoREs  but  lacking  the CCAAT  boxes  (sCho‐a  or 
sCho‐b;  lanes  7  and  15)  but  not  by  similar  probes  containing  mutated  ChoREs 
(msCho‐a  or msCho‐b;  lanes  8  and  16).   When  cold probes with mutations  at  the 
CCAAT box (mCAT) or the inverted CCAAT box (miCAT) were used in competition 
assays,  two bands were preserved  (arrows,  lanes 5 and 13);  these  two bands were 
significantly competed by a  short cold probe containing ATTGG  sequences  (sNFY, 
lanes 6 and 14).   These results suggest that both  labeled probes (CAT/ChoRE‐a and 
iCAT/ChoRE‐b) can at  least  form  three major DNA‐protein complexes, one  (star)  is 
formed between ChoRE and the MondoA/MLX complex, and the other two (arrows) 
are  formed  between  CCAAT  boxes  (CCAAT  or  inverted  CCAAT)  and  their 
associated factors. 
To obtain  identities of  the protein(s) present  in  these  complexes,  I  included 




(lanes 5 and 13; double  stars) or anti‐MLX  (lanes 8 and 16;  triple  stars) antibodies.  
The bands corresponding to CCAAT or inverted CCAAT boxes (arrows) were super‐
shifted by anti‐NF‐YA antibodies (lanes 6 and 14; double head arrow).  Naive mouse 
or  rabbit  IgG  (mIgG  or  rIgG)  as  a  control  did  not  change  the  EMSA  patterns.    I 
conclude  that HA‐MondoA  and Myc‐MLX  are  able  to  interact with both ChoRE‐a 
and ChoRE‐b,  and  that NF‐Y  can  bind  to  both  the CCAAT  and  inverted CCAAT 
boxes, on the Txnip promoter. 
I emphasize that the expression of endogenous MondoA and MLX is low.  To 
increase  the  EMSA  sensitivity,  I  used  extracts  from  cells  over‐expressing  epitope‐
tagged HA‐ModoA and Myc‐MLX for detection by epitope‐specific antibodies.     
4.2.1.4 Both ChoREs Are Required for Optimal Txnip Promoter Activity 
To  confirm whether  both  ChoREs  are  involved  in  the  induction  of  Txnip 
expression by glucose or adenosine‐containing molecules, I have generated reporter 
genes  driven  by  Txnip  promoters  containing  mutations  at  ChoRE‐a  (chapter  3), 
ChoRE‐b or both  (dmChoRE,  refer  to Figure 52  for mutated nucleotide sequences), 
and  tested  their response  to adenosine‐containing molecules or glucose.   As shown 
(Figure  57A  and  57B),  when  either  ChoRE  or  both  ChoREs  were  mutated,  the 
reporter genes were no longer induced by NAD+.  For the glucose response test, the 
activities  of  promoters with mutated  ChoRE‐a  or with  double mutations  at  both 
ChoREs  were  not  stimulated  by  glucose;  and  as  compared  with  the  wild  type 
promoter,  the response of  the ChoRE‐b mutant promoter was significantly reduced 













































































































































Figure  57.   Responses  of wild‐type  (WT)  or ChoRE mutant Txnip  promoters  to 
NAD+ or glucose.  Response to NAD+ (in U2OS cells, A and B); response to glucose 
(in  L6  cells,  C  and  D).    *:  significantly  induced  by  NAD+  (A)  or  glucose  (C); 
significantly different from wild‐type promoter (B and D). 
 
Given  that  the  mChoRE‐a  mutant  Txnip  promoter  possesses  a  more 
dramatically  reduced  response  to glucose  than  the mChoRE‐b mutant  counterpart, 
ChoRE‐a could play a major role in the glucose sensing (also see discussion).  On the 

















































mutant  Txnip  promoters  and  abolished  the  stimulatory  effect  of NAD+  on  Txnip 
promoters in U2OS cells.   Expression levels of MondoA or MLX were knocked down 








19).    In  this study,  I  found  that  the activities of promoters with mutations at either 
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ChoRE  or  both ChoREs were  largely  unaffected  by  siRNAs  targeting MondoA  or 
MLX (Figure 58).   Thus, both the ChoRE motifs are required for  induction of Txnip 
promoter  by  adenosine‐containing  molecules,  which  act  most  likely  in  a 
MondoA/MLX dependent manner.  
4.2.1.5  ChoREs Are Not Sufficient for the Induction of Txnip Expression 
Both  ChoREs  are  required  for  optimal  Txnip  induction  by  adenosine‐
containing molecules  or  glucose  (Figures  57  and  58),  and  the promoter  sequences 
spanning from ‐184 to ‐63 appear to contain all the information necessary to mediate 
the induction (Figure 51); however, contribution(s) of other sequences lying between 
the  two ChoREs  could  not  be  excluded,  thus  I  asked whether  the  two motifs  are 
sufficient for this stimulatory process.  When nucleotide sequences between the two 
ChoREs  were  shuffled  (Shuffle,  Figure  59A);  the  basal  activity  of  this  mutant 
promoter was  dramatically  decreased,  and  the  promoter  no  longer  responded  to 
NAD+  (Figure 59C) or glucose  (Figure 59D).    I also engineered  tandem ChoRE‐a or 
ChoRE‐b  (dChoRE‐a  or  dChoRE‐b),  or  linked ChoRE‐a  and ChoRE‐b  (ChoRE‐ab), 
into  the TATA box only  luciferase  reporter construct  (Figure 59A);  the activities of 
these chimerical promoters were not induced by NAD+ (Figure 59B).  Hence, the two 
ChoREs  are  not  sufficient  for  optimal  induction  of  the  Txnip  expression  by 
adenosine‐containing molecules or glucose, and additional  regulatory elements are 
required. 
4.2.1.6  Tandem  NF‐Y  Binding  Sites  Are  Required  for  the  Induction  of  Txnip 
Expression 
The  nucleotides  between  two  ChoREs  contain  a  CCAAT  box,  an  inverted 
CCAAT  box  and  a  FOXO  binding  site  (Figure  52);  these  three  sites  are  highly 
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conserved  in Txnip promoters  from diverse  species  (Figure 53).    In EMSAs, bands 
corresponding to the CCAAT box or inverted CCAAT box were super‐shifted by NF‐





































































































a  TATA‐driven  luciferase  reporter  with  synthetic  Txnip  promoters.    Shuffle, 
nucleotides between  two ChoREs were  scrambled; other promoters  contain one or 
two  ChoREs.    (B)  The  activity  of  the  wild‐type  Txnip  promoter  was,  but  Txnip 
promoters containing tandem ChoRE‐a, ‐b, or linked ChoRE‐ab were not, induced by 












































































































































It  was  previously  shown  that  mutated  FOXO  binding  site  did  not  have 
significant  effect  on  basal  or NAD+‐induced  Txnip  promoter  activity  (Chapter  3).  
Here,  I  introduced mutations  into  the CCAAT  box,  inverted CCAAT  box  or  both 
(refer to Figure 52), and their response to NAD+ or glucose was tested.  When either 
CCAAT  box was mutated,  the  basal  activity  of  the mutant  Txnip  promoter was 





60B).    I also examined effects of glucose on  these promoters; promoters with single 
mutations  showed  retarded  glucose  response,  and  the  double  mutant  promoter 
exhibited marginal response (Figure 60C and 60D).  Thus, CCAAT boxes are not only 
important  for  maintaining  a  basal  level  transcription,  but  also  required  for  the 
induction of Txnip expression by adenosine‐containing molecules or glucose. 
4.2.1.7  NF‐Y  Mediated  Induction  of  Txnip  Expression  by  SAHA  Requires 
MondoA/MLX 
Histone  acetyltransferases  usually  positively,  while  histone  deacetylases 






box  rendered  the  promoter  to  respond  to  SAHA  in  a  significantly  compromised 
manner, as the promoter with a mutated  inverted CCAAT box; when both CCAAT 
boxes were mutated,  the promoter was no  longer  sensitive  to  SAHA.   Thus, both 
CCAAT  boxes  and  NF‐Y  are  important  for  mediating  the  induction  of  Txnip 
expression  by  SAHA.    I  also  tested  the  effect  of  SAHA  on  Txnip  promoters with 








































































































































Figure 61.   The effect of SAHA.    (A) responses of Txnip promoters  to SAHA.    (B) 
induction  folds;  asterisk:  significantly  different  from  empty  vectors.    (C)  Txnip 







As ChoRE  is a glucose  responding element,  I  tested  if  the Txnip expression 
induction by SAHA was glucose dependent.  In the absence of glucose, SAHA alone 
exhibited  little  effect on Txnip mRNA  level; when glucose was  added back  to  the 
culture  medium,  Txnip  expression  was  induced  by  glucose,  which  was  further 
induced by SAHA dramatically (Figure 61C).  Another HDAC inhibitor, trichostatin 
A  (TSA), exhibited similar glucose  requirement  in  inducing Txnip expression  (data 
not shown).   Therefore, a glucose induced signaling is required for the induction of 





4.2.1.8 Txnip  Promoter Recruits MondoA/MLX Complex  in  an NF‐Y Dependent 
Manner 
Results  from  promoter  activity  assays  suggest  that  both  NF‐Y  and 
MondoA/MLX  complex are  required  for optimal  induction of Txnip expression by 
glucose or adenosine‐containing molecules.  To confirm this, I performed chromatin 
immuno‐precipitation  (ChIP) assays  to determine  the occupancy of NF‐Y and MLX 
on wild‐type or mutant Txnip promoters that were parts of integrated trans‐genes in 
stable  cell  lines  (see  “Materials  and Methods”  and  Figure  62A  for  details).    The 
integration  of  foreign Txnip  promoters  into  chromosome were  confirmed  by  PCR 
using  the  targeting  vector  (pEGFP‐1)  specific  primers  a  and  b  (Figure  62B)  and 
corresponding genomic DNA.  A very critical step in ChIP assays is the preparation 







Figure  62.   Stable  cell  lines  for ChIP  assays.    (A) Txnip promoters  (wild‐type or 
mutant)  were  inserted  into  pEGFP‐1  vectors  (Xho  I  and  BamH  I  sites);  these 
constructs were used to generate stable cell lines.  Primers a and b (or d) amplify the 
chromosomally‐integrated foreign Txnip promoters, and primers c and d amplify the 
endogenous  Txnip  promoter.    (B)  Confirmation  of  chromosomal  integration  of 
foreign Txnip promoters.   Genomic DNA was prepared  from  indicated  stable  cell 




In  ChIP  assays,  MLX  was  recruited  normally  to  the  wild  type  promoter, 
efficiently recruited  (albeit with a slightly reduced efficacy)  to  the ChoRE‐b mutant 
promoter, and  recruited  to  the ChoRE‐a mutant promoter with a  reduced efficacy; 
when  both ChoREs were mutated,  the MLX  recruitment was  completely  impeded 
(Figure  63A).    These  results  suggest  that  both  ChoREs  are  able  to  recruit  the 
MondoA/MLX complex, with  the proximal ChoRE  (ChoRE‐a) being a predominant 





Figure  63.    Recruitment  of MLX  and  NF‐Y  to  respective  targets  (ChoREs  and 






The wild‐type  Txnip  promoter was  precipitated  by  either NF‐YA  or NF‐YB 
antibodies; Txnip promoters with single mutation at the CCAAT box or the inverted 





In  all  cell  lines  tested,  the  endogenous  Txnip  promoters  were  similarly 
recruited by MLX or NF‐Y antibodies but not naive  IgGs  (Figure 63A and 63B).   A 
control  region  on  chromosome  12 was  not  precipitated  by  every  tested  batch  of 
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Figure  64.   MLX  is  not  recruited  onto  CCAAT  boxes‐mutated  Txnip  promoter.  
Stable  cell  lines with  integrated WT or mutant Txnip promoters were  subjected  to 
ChIP assays using  indicated antibodies.   Recovered DNA was analyzed by primers 
targeting  foreign  Txnip  promoters  (A),  the  endogenous  Txnip  promoter  (B)  or  a 




promoters with  similar  efficacy  as  the wild‐type promoter  (Figure  64A). Thus  the 
interaction  of  NF‐Y  with  CCAAT  boxes  is  not  dependent  on  ChoREs  and  their 
associated  factors.    Interestingly,  the  interaction  of MLX with  the  double CCAAT 
boxes  mutated  promoter  (dmCAT)  was  dramatically  reduced  (Figure  64A).    As 
controls,  the  occupancy  of  MLX  or  NF‐Y  on  endogenous  Txnip  promoters  was 
similar  in  these  cell  lines  (Figure  64B);  and MLX  and NF‐Y did not  interact DNA 




The  above  experiments were  performed  using  cells maintained  in  complete 
DMEM with 1 g/L glucose; we also tested the Txnip promoter occupancies by MLX 
or NF‐Y in cells incubated in glucose‐free medium supplemented without or with 2‐
deoxy‐D‐glucose  (2DG), which  sustains a  robust glucose  signaling  (Figure 38).   As 
shown  (Figure  65),  NF‐YA  was  recruited  to  the  integrated  (i)  wild  type  or  the 
endogenous (e) Txnip promoters at similar efficacies under both the glucose‐free and 
2DG‐treated conditions, but not to the double CCAAT box‐mutated (dmCAT) Txnip 
promoter,  suggesting  that  the CCAAT  box  binding  by NF‐Y was  not  sensitive  to 
glucose.   On  the other hand, under glucose‐free condition, only  residue amount of 
MLX was bound with the Txnip promoters (WT or dmCAT) and, in cells treated with 
2DG,  the MLX  recruitment  to  the  integrated wild  type and  the  endogenous Txnip 
promoters was dramatically increased; however, the MLX recruitment to the dmCAT 
promoter was  significantly  repressed.    Thus, mutations  at  the CCAAT  boxes  can 
effectively disrupt  the  interaction of  cognate  factors with  the Txnip promoter, and 
the  recruitment  of  NF‐Y  to  Txnip  promoter  is  probably  a  prerequisite  for  the 
recruitment of MondoA/MLX complex.  
Suggesting  that  a  chromosomally‐integrated  transfected  promoter  can 
function  similarly  as  the  endogenous  counterpart  (Txnip  promoter  in  response  to 
glucose), the occupancies of the integrated wild type promoter by MLX or NF‐Y were 









medium overnight, and  treated with or without 10 mM 2DG  for 2 hrs.   Cells were 














ChoRE  is defined  as  two E‐boxes  (CACGTG)  separated by  five nucleotides 
(Ma et al., 2006). E‐box can recruit several  transcription  factors  including USF1 and 
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USF2.   To study  the role of USFs  in Txnip expression,  I  firstly  tested  if USFs could 
bind to ChoREs on the Txnip promoter in vitro.  To this end, the human USF1 coding 
sequence  (long  isoform) was  inserted  into pET vector  for  expressing Histine  (His) 
tagged  recombinant USF1.   Bacterially  expressed USF1 was  affinity‐purified using 






Figure  67. His‐USF1  interacts with ChoRE‐a  or ChoRE‐b. Purified His‐USF1  and 
labeled EM‐a, EM‐b  or E‐box  probes were mixed;  and BSA was  used  as  negative 
control  (lanes  1,  8  and  15).  Competition was  performed  by  inclusion  of  100‐fold 









EMSAs.   His‐USF1 was  incubated with  labeled probes without or with  competing 
cold probes.   As shown  in Figure 67,  in  the presence of His‐USF1, a major protein‐






These  results  indicate  that both ChoRE  sites  can be bound by USF1,  although  the 
affinity  seems  to  be weaker  as  compared  to  the  interaction  between USF1  and  a 
perfect E‐box (lane 16). 
I also performed EMSAs using nuclear extracts (NE).  NE was prepared from 
cells  grown  in  glucose  free medium  or  cells  treated with  10 mM  2DG  or NAD+.  
Labeled probes  (EM‐a or EM‐b) were mixed with NE or His‐USF1 with or without 
cold probes to analyzed the protein‐DNA complex formation (Figure 68).  With NE, a 
dominant  complex  (black  arrow)  that migrated  slightly  slower  than  the His‐USF1 




dimmer  of USF1  and USF2.   USF2  is  larger  that USF1,  so  the  complex migrated 
slower  than  the  complex  formed  by  His‐USF1  homo‐dimmer.    USF1  and  USF2 
undergo  post‐translational  modifications  in  mammalian  cells;  this  may  also 
contribute  to  the slow mobility  in EMSA.   In EMSA,  the formation of DNA‐protein 
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Figure  68.   ChoRE‐containing probes  interact with  a protein(s)  in HeLa nuclear 
extract (NE).  Purified His‐USF1 (20 ng) or HeLa NE (5 μg) was used in EMSA; BSA 





containing probes, EMSAs were  carried out  in  the presence of naive  IgGs or  anti‐
USF1 or ‐USF2 antibodies.  USF1 antibodies super‐shifted the band corresponding to 





(black  arrow) was  super‐shifted  (lanes  9  and  10,  positions  indicated  by  the  black 
circle  and  diamond)  by  either  USF1  or  USF2  antibodies  but  not  the  control  IgG 
(Figure  69).    These  results  indicate  that  both USF1  and USF2,  present  in NE,  can 












  To  explore  potential  functions  of  USFs  on  Txnip  expression,  I  tested  the 
effects  of  their  expression  silencing  by  way  of  RNA  interference  using  siRNAs 




respectively, USF1  or USF2.   When  the USF1  expression was  silenced,  the  Txnip 
mRNA  level was reduced significantly; however, the effect of USF2 siRNA was not 









































































































remains  inducible  by NAD+  under  either  siRNA  treatment  (Figure  70D  and  70E).  




  The  effect  of  over‐expression  of  USF  on  Txnip  expression  has  also  been 















Next,  I  tested  the  effect  of  USF  over‐expression  on  the  responsiveness  of 
Txnip promoter to adenosine‐containing molecules.  When HA‐tagged USF1 or USF2 
was  over‐expressed  alone  or  in  combination,  the  activity  of  Txnip  promoter was 
dramatically induced; however, the Txnip promoter was not responsive to NAD+ or 
ATP (Figure 72A and 72B).   It  is possible that the Txnip promoter has already been 
maximally  configured  for  transcription when USFs were  over‐expression,  and  the 


































Figure  72.  The  response  of  Txnip  promoter  to NAD+  or ATP  under USF  over‐
expression.  (A) Over‐expression of HA‐tagged USF1 and/or USF2.  (B)  the effect of 
USF over‐expression on Txnip promoter activity, with or without of NAD+ or ATP. 














Thus,  the ChoREs are not required  for  the  induction of Txnip promoter activity by 
over‐expression of USFs. 
  I also  tested  the effects of USF over‐expression on  the activity of  the double 
ChoRE mutant Txnip promoter.  Although this promoter was not sensitive to NAD+ 
or ATP, it was effectively induced by over‐expression of HA‐USF1, HA‐USF2 or both 
(Figure  73C),  and  the  induction was  comparable  to  the wild  type Txnip promoter 
(Figure 72B).   Again,  this suggests  that  the  induction of Txnip promoter activity by 
USF over‐expression is not dependent on ChoREs, and other element(s) may mediate 












































































Txnip  promoters.  (A)  Effects  of  ectopic  expression  of  HA‐USF1  on  activities  of 




A‐USF  (provided  by  Dr.  Charles  Vinson  at  National  Cancer  Institute, 





shown  (Figure  74),  over‐expression  of  HA‐USF1  dramatically  induced  Txnip 
expression  (lanes  4‐6);  however,  when  A‐USF  was  co‐expressed,  the  stimulatory 
effect of HA‐USF1 was abolished (lane 7). When cells co‐transfected with HA‐USF1 
and A‐USF  and  control  cells  (transfected with  empty vectors) were  compared,  the 
basal activity was similar (lanes 1 and 7) and the promoter activity was also similarly 
induced by NAD+ or ATP (lanes 2 and 3; lanes 8 and 9).  Over‐expression of A‐USF 
alone  did  not  show  significant  effect  on  the  basal  promoter  activity,  the 
responsiveness  to  adenosine‐containing  molecules  was  also  intact  (lanes  10‐12).  
These  results  indicate  that A‐USF was  sufficient  to  abolish  the  effect of USF over‐




Figure  74.  A‐USF  did  not  repress  the  induction  of  Txnip  promoter  activity  by 






The  effect  of A‐USF  on  glucose  induced  Txnip  promoter  activity was  also 
tested.   As shown  in Figure 75, glucose  induced Txnip promoter activity  in L6 cells 
(lane 2), and over‐expression of HA‐USF1 also induced Txnip promoter activity (lane 
3).  When  A‐USF  was  over‐expressed,  or  when  HA‐USF1  and  A‐USF  were  co‐
expressed, the Txnip promoter remained similar basal activity (lanes 5 and 7), but it 
was induced by glucose treatment (lanes 6 and 8).  These results indicate that A‐USF 
can  effectively  abolished  the  stimulatory  effect  of USF1,  but  not  the  induction  of 
Txnip promoter activity by glucose; therefore, I conclude that USF1 is not involved in 
the  induction  of  Txnip  expression  by  glucose.    I  propose  that  over‐expression  of 
USF1 may artificially increase the recruitment of USF1 to the Txnip promoter via the 
above mentioned  cryptic E boxes, hence  artificially  enhancing  the Txnip promoter 











It  has  been  shown  that  the  induction  of  Txnip  expression  by  glucose  or 
adenosine‐containing  molecules  was  mediated  by  the  proximal  ChoRE  and  its 




is  highly  conserved  in  the  Txnip  promoters  of  diverse  species  and  resembles  a 
degenerate  ChoRE  (Figures  52‐54).    In  EMSA  and  reporter  assays,  this  newly 
identified  ChoRE,  designated  ChoRE‐b,  functioned  similarly  as  the  previously 
reported ChoRE (ChoRE‐a; Figures 56 and 57).   In ChIP assays, when ChoRE‐a was 
mutated, MLX  could  be  recruited  to  the  Txnip  promoter  presumably  via  a weak 
interaction with ChoRE‐b (Figure 63A).  Thus, I conclude that there are two ChoREs 
on the Txnip promoter, in which the ChoRE‐b is also a significant contributor for the 
induction  of  Txnip  expression  by  glucose  or  adenosine‐containing molecules  in  a 
MondoA/MLX dependent fashion. 
A  study  by  other  colleagues  paid  attention  to  a  Txnip  promoter  region 
around ‐170 and concluded that a potential ChoRE (GAGCACACCGTGTCCACGCG) 
was not critical for the stimulatory effect of glucose on Txnip expression (Pang et al., 
2009).   Our  prevailing  view  is  that  the ChoRE‐b  sequence  around  ‐170  should  be 






In  our  hands,  the  response  of  Txnip  promoters  lacking  a  functional  ChoRE‐b  to 
glucose was  significantly  reduced, which was observed  in various  tested  cell  lines 
such as L6 (Figures 50 and 57), HepG2, HeLa and C2C12 cells (data not shown).  
I  realized, however,  that  the activities of ectopic Txnip promoters  lacking a 
functional  ChoRE‐b were  induced  by NAD+  in HeLa  cells  but  not  in U2OS  cells 
(Figure 50); this may suggest that the epigenetic statuses of the Txnip promoter may 
vary in different cell types.  The action of an array of adenosine‐containing molecules 





scenario,  the  Txnip  promoter  in  U2OS  cells  could  be  more  sensitive  to  missing 
functions  of  the ChoRE‐b  and  associated MondoA/MLX.   Alternatively,  signaling 
pathway(s), e.g., MAP kinases, evoked by adenosine‐containing molecules  in U2OS 
cells may  be  different  from  those  evoked  in HeLa  or  other  cell  types  (Chapter  3, 
Figures 30 and 31);  this may also  contribute  to  the different  responses  to NAD+  in 
U2OS and HeLa cells. 
4.4.2 Full Induction of Txnip Expression Requires Both ChoREs and CCAAT Boxes 
Within  the minimal promoter  (184‐63)  that supported  full  induction  (Figure 
51),  two  ChoREs,  two  CCAAT  boxes  and  one  FOXO‐binding  site  have  been 





shown  to be critical  for  the  induction of Txnip expression by glucose or adenosine‐
containing molecules  (Chapter 3; Minn  et al., 2005b); and  the  inverted CCAAT box 
was  identified  as  an  element  responsible  for  mediating  the  stimulatory  effect  of 
HDAC inhibitors, e.g., SAHA (Butler et al., 2002).  
Here, however, I have found that both the distal (ChoRE‐b) and the proximal 
(ChoRE‐a)  ChoRE  on  Txnip  promoter  are  required  for  the  induction  of  Txnip 
expression by glucose or adenosine‐containing molecules (see above).   It  is possible 
that,  for  optimal  induction  of  Txnip  expression,  the  two  ChoREs  might  well  be 




and  co‐activators  p300/CBP  upon  tumor  necrosis  factor    or  lipopolysaccharides 
stimulation (Leung et al., 2004). 
Two tandem ChoREs alone, however, are not sufficient, and two tandem NF‐
Y‐binding  sites,  i.e.,  the CCAAT  and  the  inverted CCAAT motifs,  are  additionally 
required for optimal Txnip expression induction by NAD+ or glucose (Figures 59 and 
60).   Txnip promoters with a singly mutated CCAAT box exhibited much  reduced 
activities  but  nevertheless  retained  the  induction  potentials  by NAD+  or  glucose; 
however, when  both CCAAT motifs were mutated,  the  induction  potentials were 
completely abolished (Figure 60).  I propose that the NF‐Y‐binding sites are not only 
critical  for maintaining  a  basal  Txnip  promoter  activity  but  also  involved  in  the 
induction  of  Txnip  expression  by  glucose  or  adenosine‐containing  molecules, 
135 
Chapter 4 
presumably  through  sustaining  certain  chromatin  status  that  helps  optimize  the 
induction (Figure 76; and also see below).  
In  this  study,  I  have  identified  that  the  inverted  CCAAT  box  was  also 









histone  acetyltransferases  (HATs)  such  as  GCN5  and  p300/CBP‐associated  factor 
(PCAF)  onto  a  target  promoter,  adding  acetylation  marks  onto  histones  and 
transcription  factors  (Currie,  1998).      These  epigenetic  marks  usually  positively 
impact  target gene  transcription  (reviewed  in Kouzarides, 2007).     Consistent with 










occupy  the  Txnip  promoter  constitutively,  which  facilitates  the  occupancy  of 








In  the  above  scenario,  and  given  that  the  epigenetic  modifications  are 
dynamic,  HDAC  inhibitors  such  as  SAHA  may  tip  the  balance  towards  histone 
hyper‐acetylation,  which  allows  the  Txnip  promoter  to  be  configured  for 
transcription  enhancement  (Figure  76).    SAHA  alone  is  unable  to  induce  Txnip 
transcription in that its effect on the induction of Txnip expression is abolished in the 
absence of glucose  (Figure 61),  suggesting a  requirement  for additional  signals  for 
optimal Txnip  expression  induction.   When  glucose  is  present,  the MondoA/MLX 
complex  can  be  mobilized  and  bind  to  ChoREs  on  the  Txnip  promoter,  which 
cooperates with  the promoter‐bound NF‐Y  to create an optimally configured Txnip 
promoter that dramatically induces Txnip transcription (Figures 61 and 76).  




1  (Huang  et  al.,  2004),  SP‐1  (Yamada  et  al.,  2000),  ATF‐2  (Alonso  et  al.,  1996), 
Regulatory factor X (RFX) (Villard et al., 2000) and sterol regulatory element binding 
protein‐1  (SREBP1)  (Ericsson  et  al.,  1996)  to  regulate  transcription  of  target  genes 
under  nutritional,  hormonal  or  immunological  challenges.    For  instance,  the 






more  distal  Txnip  promoter  region,  there  is  a  vitamin D  response  element  and  a 
glucocorticoid response element (Wang et al., 2006; Butler et al., 2002); it would be of 
high  interest  to  study  if NF‐Y can also cooperate with vitamin D or glucocorticoid 
receptor to mediate vitamin D or glucocorticoid induced Txnip expression. 
4.4.4 The Role of USFs on Txnip Expression 





regulatory role of USF on Txnip expression.    In  this case,  the phenotype caused by 
USF1 (deficiency) may partially contribute to deregulated Txnip expression.  









suggesting  that  the ChoREs are potential  cis‐regulatory  elements  for USF proteins.  
However,  I  found  that  the  stimulatory  effect  of USFs  on  Txnip  promoter  activity 
persisted  even when ChoREs were mutated  or  deleted  (Figure  73).   Hence, USFs 
probably regulates the Txnip expression through some other (cryptic) E‐boxes on the 






expression  of many  genes  as E‐box  is  an  element  that  frequently  exists  in human 
genome  (Rada‐Iglesias  et  al.,  2008).    Due  to  the  complexity  of  USF‐related  gene 
regulatory  network,  it  is  hard  to  pinpoint  downstream  gene(s)  responsible  for 
mediating the role of USF1 in the development of FCHL. There are multiple E‐boxes, 
other  than  those  in ChoREs, on  the Txnip promoter; possibly USF proteins  can be 
recruited  to  the  Txnip  promoter  and maintain  a  basal  level  expression  of  Txnip.  
However,  the  regulatory  role  of  USF  proteins  on  the  Txnip  expression  is  not 
responsive  to  some  nutritional  factors,  e.g.,  glucose  and  adenosine‐containing 





  In  the detailed promoter analysis,  I have determined  the minimal promoter 
(nucleotide sequences between ‐184 to ‐63 [bps to transcription start site]) required to 
mediating  the  stimulatory  effect  of  adenosine‐containing molecules  or  glucose  on 
Txnip  expression.   Within  the minimal  promoter,  an  additional  ChoRE  has  been 
identified; this newly identified ChoRE (ChoRE‐b) was able to recruit MondoA/MLX 
both in vitro (EMSA) and in vivo (ChIP), and was required along with the previously 
identified ChoRE  (ChoRE‐a)  to  support  optimal  induction  of Txnip  expression  by 
adenosine‐containing molecules or glucose. 
  In majority mammalian cells, two ChoREs function cooperatively to mediate 
optimal  stimulation  of  Txnip  expression  by  glucose  or  adenosine‐containing 
molecules.    In  this  stimulatory process, ChoRE‐a may play  a predominant  role  in 




drastically  deviate  from  the  canonical  ChoRE,  and  may  not  be  able  to  recruit 
MondoA/MLX  and  induce  Txnip  expression.    This  also  implies  that,  from  an 
evolutionary  point  of  view,  mammals  have  adapted  to  use  ChoRE‐a,  and  lower 
vertebrates prefer ChoRE‐b, as the predominant regulatory element. 
  Two ChoREs were required, but not sufficient, for mediating the stimulatory 
effect  of glucose  or  adenosine‐containing molecules  on Txnip  expression,  and  two 






recruitment  of  MondoA/MLX  to  ChoREs.    Such  a  strategy  suggests  a  synergy 
between  NF‐Y  and  MondoA/MLX  in  enhancing  Txnip  expression  presumably 
through  inducing dynamic chromatin changes  in  response  to diverse physiological 
inducers. 




manner: without  glucose,  only  residual  amount MLX was  bound with  the  Txnip 
promoter, and when glucose was supplied, MLX was massively enriched on Txnip 




  In  this  study,  I  also  discovered  that  SAHA‐induced  Txnip  expression was 
glucose‐dependent; both CCAAT boxes and ChoREs were required for the induction 
of Txnip expression by SAHA.  SAHA is a histone deacetylase (HDAC) inhibitor, and 
may  exert  its  effect by modulating  interactions between NF‐Y and other  cofactors; 
this  in  turn might change  the  local environment  (e.g., histone modifications) on  the 





or MondoA/MLX  on  Txnip  promoter;  these  proteins  could  be  histone modifiers, 
chromatin remodelers and other cofactors involved in transcriptional control.  These 
results will be very helpful for dissecting the dynamic changes on Txnip promoter in 
response  to  glucose  or  adenosine‐containing  molecules.  Moreover,  there  is  an 
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  10% w/v    SDS 
  10 mM     Dithiothreitol (DTT) 
  10% v/v    Glycerol 
  0.2 M      Tris‐HCl, pH6.8 
  0.05% w/v    Bromophenolblue 
 
SDS‐PAGE running buffer (1×)    for 10 L 
  Tris base        30 g 
  Glycine        144 g 















  20mM Tris Base (pH8.6)    9.7g 
  150mM Glycine      45.0g 


















KRH Buffer          for 1L 
50mM HEPES, pH 7.4     5.2g (or 20mL of 1M stock) 
136mM NaCl        7.9g (or 27.2 ml of 5 stock) 
4.7mM KCl        0.35g (or 4.7 ml of 1M stock) 
1.25mM MgSO4      0.3g (or 1.25 ml of 1M stock) 


















0.2ml      PolydI‐dC‐PolydI‐dC (1mg/ml in H2O) 
0.3ml      H2O 
0.5ml      2× GS 




25mM            Hepes pH8.4 
62.5mM    KCl 
0.05%      NP‐40 or IGEPAL 
2mM       MgCl2 
8%      Ficoll‐400 
500μg/ml    BSA 
0.5mM     PMSF 






1mM      EDTA 
10mM      MgCl2 

























Lower Gel (10 ml)  5%  8%  10%  12%  15% 
30% Acry‐Bis (29 :1)  1.665  2.665  3.335  4  5 
65% Sucrose  0.385  0.59  0.78  1.25  1.565 
10× Lower Buffer  1  1  1  1  1 
dH2O  6.9  5.74  4.875  3.75  2.44 
10% APS  100  100  100  100  100 


























































Following  Real‐Time  PCR  (primers  against  human  Txnip  or  β‐actin),  the 
dissociation  curve  of  PCR  products were  plotted.   As  shown  below,  unique  and 
sharp peak was revealed  in dissociation curve  for each primer pair,  indicating  that 

























































































































































































































































































































































































Txnip  gene  is  induced  by  adenosine‐containing  molecules,  of  which  an  intact 
adenosine  moiety  is  necessary  and  sufficient.  Txnip  promoter  contains  a 
carbohydrate  response element, which mediates  the  induction of Txnip  expression 
by these molecules in a glucose‐dependent manner. Max‐like protein X and MondoA 
are  transcription  factors  previously  shown  to  stimulate  glucose‐dependent  Txnip 
expression  and  are  shown  here  to  convey  stimulatory  signals  from  extracellular 
adenosine‐containing molecules to the Txnip promoter. The regulatory role of these 
molecules may be  exerted via  amplifying glucose  signaling. Hence,  this  revelation 



































Tandem  ChoRE  and  CCAAT  motifs  and  associated  factors  regulate  Txnip 
expression in response to glucose or adenosine‐containing molecules.   
 
Thioredoxin  interacting  protein  (Txnip)  is  a  multifunctional  protein  involved  in 
regulation of cell cycle events and cellular metabolism.   The expression of Txnip  is 
known to be induced by glucose, adenosine‐containing molecules, HDAC inhibitors 




the  function  of  ChoREs  and  associated  factors  is  contingent  on  tandem  CCAAT 
motifs,  in  that  the occupancy of  the Txnip promoter by  the CCAAT‐box‐associated 
nuclear factor Y (NF‐Y) is a prerequisite for efficacious recruitment of MondoA/MLX 
to ChoREs.  Such a strategy suggests a synergy between NF‐Y and MondoA/MLX in 
enhancing  Txnip  expression  presumably  through  inducing  dynamic  chromatin 
changes in response to diverse physiological inducers. 
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